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Tous les organismes se reproduisant de manière sexuée, connaissent deux grandes phases 
dans leur cycle de vie. Une phase haploïde résultant de la méiose et une phase diploïde débutant après 
la fécondation. La différence entre ces deux phases réside dans le nombre de versions (ou allèle) d’un 
gène présent au sein de la cellule. Les gènes étant portés par les chromosomes, on parlera d’haploïdie 
(n) quand la cellule ne comportera qu’une seule version d’un chromosome et de diploïdie (2n) quand 
celle-ci en comportera deux. La vie haploïde est une période de transition entre deux générations 
d’individus se déroulant à l’état de gamète. Chez les animaux (métazoaires), le gamète mâle est appelé 
spermatozoïde tandis que le gamète femelle est appelé ovocyte. Bien que tous deux porteurs de la 
moitié du patrimoine génétique du futur individu, les gamètes mâle et femelle diffèrent en de 
nombreux points. Le spermatozoïde est de petite taille et possède la capacité de se mouvoir grâce à 
son flagelle. L’ovocyte est en revanche immobile et beaucoup plus volumineux car il contient 
l’ensemble des ressources énergétique et métaboliques (protéines, ARN messagers, mitochondries…) 
qui seront nécessaires aux étapes précoces du développement du futur embryon. La rencontre et la 
fusion du spermatozoïde avec l’ovocyte marqueront les étapes ultimes de la vie haploïde et aboutiront 
à la formation du zygote, être monocellulaire diploïde à l’origine de l’ensemble des cellules du futur 
individu. C’est alors très tôt dans la vie embryonnaire qu’un nouveau cycle de vie débutera par la 
différenciation d’un type particulier de cellules appelées cellules germinales primordiales (primordial 
germ cells ou PGCs), qui seront à l’origine des futurs gamètes. 
La méiose se caractérise par une succession de deux divisions cellulaires sans phase 
intermédiaire de réplication de l’ADN. Celle-ci a pour conséquence de réduire le nombre de 
chromosomes présents au sein des gamètes (haploïdisation), et de permettre la production d’un zygote 
diploïde suite à la fusion des génomes parentaux lors de la fécondation. La méiose intervient suite à 
une dernière réplication (pré-méiotique) de l’ADN des PGCs, qui comportent alors 2n chromosomes 
homologues (chacun issus de l’un des parents) à 2 chromatides (2n2C). La première division méiotique 
(méiose I) dite réductionnelle, entraine la séparation des chromosomes homologues (reste 1n2C), 
tandis que la deuxième division méiotique (méiose II) dite équationnelle, entraine la séparation des 
chromatides sœurs d’un même chromosome (reste 1n1C). Lors de la prophase I, l’appariement des 
chromosomes homologues autorise des transferts de matériel génétique par recombinaison 
homologue appelée « crossing over ». Ces échanges permettent la création de combinaisons alléliques 
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 originales qui, avec la répartition aléatoire des chromosomes parentaux, constituent le brassage 
méiotique des gènes. 
Lors de ma thèse, je me suis intéressé au caractère asymétrique des divisions méiotiques de 
l’ovocyte de souris. Cette asymétrie permet à l’ovocyte de conserver l’essentiel de ses ressources 
maternelles tout en expulsant son matériel génétique surnuméraire au sein de petits globules polaires. 
Pour cela, ce dernier dispose d’un processus de brisure de symétrie autonome (sans repères extérieurs) 
lui permettant de se polariser et de positionner son fuseau à proximité du cortex cellulaire. Ces deux 
évènements sont, en effet, nécessaires à l’émission des globules polaires et s’auto-influencent de 
manière positive, notamment par l’intermédiaire des filaments d’actine.  
Lors de l’introduction, nous aborderons, dans un premier temps, les phénomènes de croissance 
et de maturation ovocytaire et nous intéresserons, par la suite, aux processus de polarisation 
permettant l’émission des globules polaires. Dans une deuxième partie, nous détaillerons les 
mécanismes d’assemblage et d’organisation des réseaux de filaments d’actine et verrons en quoi la 
myosine et les GTPases de la famille Rho peuvent en modifier la dynamique. Enfin, nous terminerons 
cette introduction sur une description des mécanismes régulant la division asymétrique dans d’autres 
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 A. Croissance et maturation ovocytaire 
Bien que le spermatozoïde et l’ovocyte contribuent à parts égales au patrimoine génétique 
d’un nouvel individu, le gamète femelle fournit la totalité des facteurs cytoplasmiques (ARN messager, 
mitochondries, ribosomes…) qui seront nécessaires aux premiers stades du développement 
embryonnaire préimplantatoire. Pour ce faire, l’ovocyte des mammifères connait une longue période 
de croissance, qui se déroule au sein du follicule ovarien. Cette structure, composée de cellules de 
soutien, fournit un environnement favorable à l’ovocyte et permet de réguler son développement. Peu 
de temps avant l’ovulation, l’ovocyte, jusqu’alors bloqué en prophase I, réamorce sa méiose et entre 
dans un processus de maturation. A l’issue de ce processus, le gamète devient compétent pour la 
fécondation et subit un nouvel arrêt de son cycle méiotique au stade métaphase II. La fixation du 
spermatozoïde lors de la fécondation sera alors nécessaire à la terminaison de la méiose ovocytaire. 
1. Folliculogenèse 
Chez la souris, la mise en place du follicule intervient peu de temps après la naissance, par le 
recrutement d’une couche de cellules folliculaires de soutien autour de l’ovocyte. A ce stade, les 
follicules sont dit primordiaux et restent dans un état de quiescence (pas de croissance de l’ovocyte et 
pas de prolifération des cellules folliculaires) jusqu’à l’activation de la folliculogenèse lors de la 
puberté. Le follicule se développe alors progressivement et accompagne la croissance de l’ovocyte. Le 
développement du follicule résulte de la prolifération des cellules folliculaires (granulosa) et de la mise 
en place d’une couche externe de cellules de la thèque. Chacun de ces deux types cellulaires 
somatiques, par l’apport de facteurs paracrines et/ou la mise en place de jonctions cellulaires participe 
à la régulation du développement ovocytaire. Les premières phases de la folliculogenèse dépendent 
majoritairement de facteurs paracrines synthétisés localement, tandis que la deuxième phase de ce 
processus est sous le contrôle des hormones gonadotropes FSH (Hormone Folliculo-Stimulante) et LH 
(hormone Lutéinisante) sécrétées par l’hypophyse. 
a) Formation des follicules primordiaux 
Durant la vie embryonnaire, les ovocytes s’organisent au sein des ovaires sous la forme d’amas 
dont la cohérence est assurée par des ponts cytoplasmiques mis en place lors des divisions 
prolifératives des PGCs. Le désassemblage de ces amas et l’individualisation des ovocytes sont alors 
INTRODUCTION
7
 nécessaires au recrutement des premières cellules de soutien requises pour la formation du follicule 
primordial. L’initiation de ce processus nécessite l’action de facteurs de croissance de type TGFβ 
(McMullen et al, 2001 ; Bristol-Gould et al, 2005 et 2006) et l’expression par l’ovocyte de gènes tels 
que : Sohlh1 et Lhx8 (Pangas et al, 2006), Figα (Soyal et al, 2000), Nobox (Rajkovic et al, 2004). 
Cependant, une majorité des ovocytes (66%) ne survivent pas à ce processus (Pepling and Spadling, 
2001), et connaissent une mort par apoptose dépendante de la balance entre les facteurs BCL-2/BCLX 
(anti-apoptotiques) et le facteur BAX (pro-apoptotique) (Ratts et al, 1995 ; Perez et al, 1999 ; Rucker 
3rd et al, 2000), et de l’activation de la caspase 2 (Bergeron et al, 1998). Les raisons exactes d’un tel 
sacrifice sont encore méconnues, mais pourraient constituer une sélection précoce des meilleurs 
gamètes. Les follicules primordiaux ayant survécu constituent alors une réserve dont le contenu ne 
fera que diminuer au cours de la vie de l’individu. 
b) Croissance folliculaire basale 
A la puberté, les follicules primordiaux sont recrutés par petit groupe pour entrer dans le 
processus de la folliculogenèse. La première phase de ce processus, appelée croissance basale du 
follicule, s’effectue sous le contrôle de facteurs paracrines sécrétés localement au niveau des 
gonades. Elle se divise en deux stades distincts : le stade follicule primaire et le stade follicule 
secondaire. Le stade primaire est associé à l’organisation en épithélium des cellules folliculaires (mise 
en place de la granulosa), alors que le stade secondaire est caractérisé par la mise en place d’une 
couche externe de cellules de la thèque (Fig. 8). Ce dernier type de cellule favorise la prolifération des 
cellules folliculaires et assure la vascularisation du follicule. Pendant ce temps, l’ovocyte grossit 
rapidement et s’entoure de la zone pellucide, qui jouera un rôle majeur lors de la fécondation. 
L’expression par les cellules folliculaires (granulosa) du facteur de croissance KITL est requise 
pour les premiers stades de la folliculogenèse. Ce facteur permet entre autre, la prolifération des 
cellules folliculaires et la mise en place des cellules de la thèque (Nilsson and Skinner, 2004). Son 
niveau d’expression est finement régulé par un système de rétrocontrôle impliquant les facteurs GDF-
9 et BMP-15 synthétisés par le gamète (Carabatsos et al, 1998 ; Joyce et al, 2000 ; Otsuka and 
Shimasaki, 2002 ; Durlinger et al, 2002). Au niveau de l’ovocyte, KITL participe à la survie et la 
croissance du gamète par l’activation de la voie PI3K/AKT (Parrot and Skinner, 1999 ; Reddy et al, 
2005). Cette activation aboutit à l’inhibition du facteur de transcription pro-apoptotique FOXO3 
(Castrillon et al, 2003 ; Reddy et al, 2008), et à l’induction de la synthèse protéique via l’activation du 
complexe mTORC1 (Adhikari et Liu, 2010). Durant cette période de croissance, l’ovocyte sécrète des 
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 glycoprotéines (ZP1-2-3) qui s’assemblent pour former la zone pellucide (Wassarman and Litscher, 
2012). Afin de garder un contact physique avec le gamète, les cellules folliculaires mettent alors en 
place des jonctions de type GAP par la création de projections trans-zonales qui traversent la zone 
pellucide (Albertini et al, 2001 ; Eppig, 2001). Ce type de jonction est nécessaire au développement de 
l’ovocyte permettant l’apport de métabolites que le gamète est incapable de synthétiser (Su et al, 
2009).  
c) Croissance folliculaire terminale et ovulation. 
A la fin de la croissance basale, le follicule 
secondaire acquiert la capacité de répondre aux hormones 
gonadotropes et se transforme progressivement en 
follicule tertiaire. Ce follicule, également appelé follicule 
antral ou follicule De Graaf, se caractérise par la formation 
d’une cavité interne appelée antrum (Fig. 8). La FSH joue un 
rôle essentiel dans cette réorganisation et contribue à la 
croissance du follicule. Cependant, une majorité de 
follicules ne survivent pas à ce processus et meurent selon 
un phénomène de sélection appelé atrésie folliculaire. Le 
ou les follicules survivants atteignent en définitive un stade 
dit pré-ovulatoire et libèrent le gamète au pic de LH. 
Au début du cycle menstruel, l’augmentation de la 
FSH déclenche l’ultime étape de la folliculogenèse. Dans 
un premier temps, cette hormone agit au niveau des 
cellules folliculaires qui expriment son récepteur (FSHR) 
depuis le stade secondaire (Kumar et al, 1997 ; Dierich et 
al, 1998). Cette stimulation a pour conséquence d’induire la 
prolifération et la différenciation de la granulosa qui se 
subdivise alors en deux sous-populations : les cellules du 
cumulus qui entourent l’ovocyte, et les cellules murales qui 
tapissent la paroi interne du follicule. D’autre part et de 
manière indirecte, la FSH induit l’expression du récepteur 
de la LH (LHR) au niveau des cellules de la thèque (Knecht 
Figure 8 : Croissance Folliculaire  
Schéma représentant les différents stades de 
la folliculogenèse. La croissance folliculaire 
basale débute à la puberté et repose sur des 
facteurs secrétés localement au niveau des 
gonades. La croissance terminale du follicule 
repose quant à elle sur les hormones 
gonadotropes, de type FSH et LH, émis depuis 
l’hypophyse. L’ovulation marque alors l’ultime 




 and Catt, 1982 ; Segaloff and Limbird, 1983). De ce fait, et en réponse à de faibles doses de LH, la 
thèque commence à produire des androgènes qu’elle relâche dans l’antrum. Ces androgènes, sont 
alors pris en charge par les cellules folliculaires qui les transforment, via l’aromatase CYP19, en 
œstrogènes (Fisher et al, 1998). L’accumulation des œstrogènes contribue, par l’activation locale de 
ses récepteurs (ERα et ERβ), à la croissance des follicules tertiaires (Lubahn et al, 1993 ; Krege et al, 
1998 ; Dupont et al, 2000). Il est important de noter que l’ensemble de ces processus est également 
régulé par la sécrétion de facteurs locaux tels que GDF-9 et BMP-15, les IGF-1 et 2 ou encore l’AMH 
(Zhou et al, 1997 ; Otsuka et al, 2000 ; Yan et al, 2001 ; Durlinger et al, 2001). 
Dans les dernières étapes de la croissance folliculaire, l’accumulation des œstrogènes et 
l’émission de facteurs tels que l’inhibine, exercent un rétrocontrôle négatif sur libération de FSH par 
l’hypophyse (McLachlan et al 1987 ; Buclker et al, 1989 ; Knight and Glister, 2001). La diminution du 
niveau de FSH disponible entraine alors un stress responsable de la dégénérescence d’une majorité 
des follicules tertiaires (Chun et al, 1996). Ce phénomène d’atrésie folliculaire constitue, selon le 
modèle actuel, une étape de sélection permettant de favoriser les follicules dont la croissance est la 
plus avancée (Edson et al, 2009). Les follicules dominants ayant survécus à cette étape de sélection, 
atteignent en définitive le stade dit pré-ovulatoire et s’apprêtent à libérer le gamète. Une fois encore, 
les œstrogènes vont jouer un rôle essentiel dans ce processus, en favorisant un relargage massif de 
LH par l’hypophyse. C’est en effet le pic de LH qui sera le déclencheur de la rupture du follicule et par 
conséquent de l’ovulation. 
2. Maturation et divisions asymétriques de l’ovocyte 
Parallèlement au déclenchement de l’ovulation, le pic de LH a pour conséquence de réamorcer 
le cycle méiotique et d’induire la maturation ovocytaire. Ce processus comprend une succession de 
deux divisions cellulaires sans phase intermédiaire de réplication génomique permettant 
l’haploïdisation du gamète. Ces deux divisions aboutissent à l’émission de petits globules polaires 
contenant le matériel génétique surnuméraire. Le caractère fortement asymétrique de ces divisions 
permet à l’ovocyte d’économiser ses ressources cytoplasmiques en vue du futur développement 
embryonnaire. La maturation ovocytaire débute par la condensation des chromosomes et la rupture de 
la vésicule germinale (noyau des ovocytes). Ces deux évènements sont nécessaires à la mise en place 
du fuseau méiotique qui, chez la souris, se forme au centre du gamète. Lors de la métaphase I (MI), le 
fuseau migre le long de son axe longitudinal pour rejoindre le cortex. L’ovocyte entre alors en anaphase 
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 et expulse la moitié des chromosomes homologues dans le premier globule polaire. A l’issue de la 
première division méiotique, l’ovocyte reste bloqué au stade métaphase II (MII) et présente un fuseau 
excentré localisé à proximité et de manière parallèle au cortex. La reprise de la deuxième division 
méiotique intervient suite à la fécondation et se caractérise par la rotation du fuseau de MII, la 
séparation des chromatides sœurs et l’expulsion du deuxième globule polaire (Fig. 9).  
a) Régulation du cycle méiotique en prophase I 
Comme nous l’avons vu précédemment, le cycle méiotique connait un arrêt prolongé suite aux 
évènements de recombinaison lors du stade diplotène (dictyotène) de la prophase I. Cette période de 
blocage permet à l’ovocyte de profiter de l’état faiblement condensée de la chromatine pour transcrire 
les gènes qui seront nécessaires à sa croissance. Le maintien de cet arrêt requiert l’inhibition d’un 
complexe appelé le MPF (Mitosis Promoting Factor), qui se compose de la kinase CDK1 et de sa sous 
unité régulatrice la cycline B. Le pic pré-ovulatoire de LH permettra alors la réactivation du MPF, ce 
qui aura pour conséquence de réamorcer le cycle méiotique et d’entrainer le gamète femelle vers un 
processus de maturation ovocytaire. 
Lors de l’arrêt de prophase I, le maintien d’une forte concentration intracellulaire en AMPc est 
une condition nécessaire à l’inhibition de l’activité du MPF (Downs et al, 1989 ; Nogueira et al, 2003). 
Figure 9 : Déroulement de la maturation ovocytaire 
Représentations schématiques des différentes étapes de la maturation ovocytaires et de l’expulsion
des globules polaires de l’ovocyte de souris. La première division méiotique est représentée sur le 
panneau supérieur, tandis que la deuxième division méiotique est représentée sur le panneau
inférieur. Adapté d’un schéma original de Mélina Schuh. 
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 La synthèse de ce second messager repose sur 
la dégradation de l’ATP par l’adényl-cyclase qui, 
dans le cas de l’ovocyte, est activé par les 
récepteurs couplés à la protéine G, GPR3 et 
GPR12 (activité constitutive) (Mehlmann et al, 
2002 et 2004 ; Mehlmann, 2005a ; Vaccari et al, 
2008). En plus de cette synthèse endogène, le 
gamète bénéficie, par l’intermédiaire des 
jonctions GAP (TZP), d’un soutien en provenance 
des cellules folliculaires (Sela-Abramovich et al, 
2006). Ce soutien, nécessaire à l’arrêt du cycle 
méiotique, se matérialise par un apport direct en 
AMPc et un afflux de GMPc responsable de 
l’inhibition de la phosphodiestérase PDE3A 
(enzyme dégradant l’AMPc) (Masciarelli et al, 2004 ; Norris et al, 2009 ; Vaccari et al, 2009). En 
s’accumulant, l’AMPc se lie au niveau de la sous-unité régulatrice de la kinase PKA et autorise son 
activation (Kirschner et al, 2009). Cette kinase agit en faveur de l’inhibition du MPF, et constitue, de 
ce fait, un lien entre l’augmentation de la concentration intracellulaire d’AMPc et l’arrêt du cycle 
méiotique. Pour ce faire, PKA agit de manière indirecte sur le maintien des phosphorylations 
inactivatrices (Thr14 et Tyr15) de la sous-unité catalytique du MPF (CDK1). Lors de la mitose, le 
maintien de ces deux phosphorylations repose sur l’activation du complexe kinase Wee/MYT et 
l’inactivation de la phosphatase CDC25 (Krek and Nigg, 1991a 1991b ; Norbury et al, 1991 ; Sebastian 
et al, 1993). Au sein de l’ovocyte, PKA permet de réguler ces deux facteurs de la sorte en : phospho-
activant Wee1B (Han et al, 2005) et phospho-inactivant CDC25B (Fig. 10) (Duckworth et al, 2002 ; Pirino 
et al, 2009). 
En plus de la voie AMPc/PKA, l’ovocyte dispose d’une seconde voie qui permet, via une 
dégradation permanente de la cycline B, d’inhiber l’activité du MPF. Cette seconde voie repose sur 
l’activité E3 ubiquitine-ligase du complexe de l’APC/C (Anaphase Promoting Complex/Cyclosome) 
permettant d’entrainer ses substrats vers une voie de dégradation dépendante du protéasome 26S 
(Fig. 10) (Peters, 2006). Durant l’arrêt de prophase I, l’activité de l’APC/C, ainsi que son affinité pour la 
cycline B, requiert l’interaction du complexe avec sa sous-unité régulatrice FZR1 (Cdh1) (Reis et al, 
2006 ; Holt et al, 2011). L’observation d’une reprise prématurée de la méiose en cas de surexpression 
Figure 10 : Arrêt du cycle méiotique en prophase I
L’ovocyte connait un arrêt de son cycle méiotique lors de la 
prophase I. Ce blocage repose sur l’inhibition/dégradation 
des sous unités du MPF. La voie AMPc/PKA aboutit à 
l’inhibition de CDK1, tandis que l’APC/C couplé à son 
régulateur FZR1 permet la dégradation de la cycline B par le 
protéasome. Adaptée de Holt et al, 2013. 
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 de la cycline B permet de révéler le caractère essentiel de cette seconde voie pour l’inhibition du MPF 
et l’arrêt du cycle méiotique (Ledan et al, 2001 ; Marangos and Carroll, 2004).   
Consécutivement au pic de LH, la diminution de la concentration intra-ovocytaire d’AMPc a 
pour conséquence de lever l’inhibition pesant sur le MPF et de permettre la reprise du cycle méiotique 
(Mehlmann, 2005b). De par l’absence de récepteur LHR à la surface du gamète, cet effet de la LH est 
nécessairement indirect et requiert la mise en place d’une signalisation de type EGF entre les cellules 
folliculaires externes et les cellules du cumulus (Park et al, 2004 ; Ashkenazi et al, 2005). Cette 
signalisation a pour conséquence de faire diminuer la production de GMPc au niveau des cellules du 
cumulus et d’entrainer la fermeture des jonctions GAP les reliant à l’ovocyte. En conséquence, la 
phosphodiestérase PDE3A, jusqu’alors inhibée, se réactive au sein du gamète et dégrade rapidement 
l’AMPc (Norris et al, 2009 ; Vaccari et al, 2009 ; Robinson et al, 2012).  
b) Rupture de la vésicule germinale (GVBD) 
En dehors des phases de division cellulaire, le noyau des cellules eucaryotes permet d’isoler 
le matériel génétique du contenu cytoplasmique. Cette compartimentation est à l’origine d’un 
découplage entre les processus de transcription et de traduction, et autorise de ce fait un niveau 
supérieur de régulation de l’expression génétique (Dultz and Ellenberg, 2007). L’ADN des ovocytes 
bloqués au stade prophase I est également isolé du reste de la cellule au sein d’un noyau de très 
grande taille appelé vésicule germinale (Germinal Vesicle, GV). Lors de la folliculogenèse, la GV se 
présente dans une conformation dite « nucléole non entouré » caractéristique d’un état faiblement 
condensé de la chromatine. Cette conformation autorise l’activité transcriptionnelle nécessaire à 
l’expression des gènes requis pour la croissance ovocytaire. Peu de temps avant la reprise du cycle 
méiotique, la GV se réorganise et acquiert une conformation dite « nucléole entouré ». Dans cette 
nouvelle configuration, le niveau de condensation supérieure de la chromatine s’oppose à toute 
activité transcriptionnelle et permet de conditionner le matériel génétique en vue de la maturation 
ovocytaire (Zuccotti et al, 2005). La rupture de la vésicule germinale (Germinal Vesicle Break Down, 
GVBD) marque le début des évènements de maturation et s’accompagne d’une réorganisation de la 
structure interne du gamète. 
Des études réalisées chez l’étoile de mer et la souris ont permis de mettre en évidence un 
processus séquentiel dans le déroulement de la GVBD au sein de l’ovocyte (Terasaki et al, 2001 ; Lénart 
et al, 2003 ; Azoury et al, 2011). Dans chacun des cas, le suivi de molécules fluorescentes a permis de 
souligner une perte de sélectivité des imports/exports nucléaires préalables au désassemblage visible 
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 de la GV. Cette série d’évènements présente de fortes similitudes avec les mécanismes régissant la 
rupture pré-métaphasique de l’enveloppe nucléaire (Nucear Envelope Break Down, NEBD) des cellules 
somatiques. Par analogie, nous pouvons donc supposer que, comme lors de la NEBD, la perte de 
sélectivité de la GV corresponde à une perturbation locale de la membrane résultant du 
démantèlement des pores nucléaires (canaux de transit entre le noyau et le cytoplasme) (Dultz et al, 
2008 ; Katsani et al, 2008). Dans le cas de la NEBD, cette perturbation est à l’origine de la pénétration 
de facteurs tels que le MPF qui, via l’activité kinase de CDK1, induit le désassemblage complet de 
l’enveloppe nucléaire par la phosphorylation des lamines (Peter et al 1990 ; Heald and McKeon, 1990). 
L’observation d’une telle relocalisation précoce du MPF au sein d’ovocytes d’échinodermes semble 
confirmer l’existence d’un mécanisme commun gouvernant la NEBD et la GVBD (Ookata et al, 1992 ; 
Hinchcliffe et al, 1999 ; Lénart and Ellenberg, 2003). Lors de la GVBD, l’ovocyte connait également une 
profonde modification de son architecture interne qui semble intervenir en préparation de 
l’assemblage du fuseau méiotique. Cette réorganisation s’opère notamment au niveau du réticulum 
endoplasmique (FitzHarris et al, 2007) et des éléments du cytosquelette : microtubules (Schuh and 
Ellenberg, 2007) et filaments d’actine (Azoury et al, 2011 ; Okada et al, 2012). 
c) Formation du fuseau méiotique 
Lors de la division cellulaire la répartition égale du matériel génétique est une condition 
impérative au maintien de la stabilité des génomes. A cette fin, la cellule assemble une structure 
bipolaire dynamique fournissant à la fois l’ossature, les forces, et les points de contrôle nécessaires à 
une ségrégation adéquate des chromosomes dupliqués. Cette structure, appelée fuseau de division, 
se met en place à partir de la prométaphase et se compose essentiellement de microtubules et de 
protéines régulatrices associées (Helmke et al, 2013). 
Selon nos connaissances actuelles, deux voies différentes agissent, le plus souvent de 
manière simultanée, pour garantir l’assemblage correct du fuseau. La première d’entre elles, dépend 
d’un mécanisme dit de « recherche et capture » où des microtubules, émis depuis les centrosomes 
(centres de nucléation des microtubules), sont stabilisés de manière sélective (Mitchison and 
Kirschner, 1985). Ce système repose sur la capacité des microtubules à explorer leur environnement 
suite à des phases de polymérisations et de dépolymérisations successives (instabilité dynamique) 
(Holy and Leibler, 1994). Lorsque les microtubules rencontrent aléatoirement les chromosomes, ils 
établissent des connections avec une structure multi-protéique associée au centromère, et appelée 
kinétochore. Cette interaction a pour conséquences de stabiliser les microtubules, permettant ainsi la 
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 formation progressive du fuseau de division. La bipolarité du fuseau repose alors sur la présence 
invariable de deux centrosomes. D’autre part, des expériences réalisées en extrait cellulaire d’ovocytes 
de xénope ont démontré que des microtubules nucléés autour de billes recouvertes d’ADN pouvaient 
également s’organiser en un fuseau bipolaire et ce en absence de kinétochore et de centrosomes 
(Heald et al, 1996). Ces observations ont permis de mettre en évidence l’existence d’une deuxième 
voie de formation du fuseau, dite « d’auto-assemblage », résultant d’une origine chromatinienne de 
nucléation des microtubules. L’activation de la Rho GTPase Ran (Ran-GDP inactif Ran-GTP actif) au niveau 
des chromosomes par son facteur d’échange (Guanine nucleotide Exchange Factor, GEF) RCC1, joue un 
rôle central dans ce processus (Ohtsubo et al, 1989 ; Halpin et al, 2011). Ran-GTP permet en effet le 
relargage, sous la forme d’un gradient centré autour de la chromatine, de facteurs d’assemblage du 
fuseau jusqu’alors séquestrés par les importines α et β (Caudron et al, 2005 ; Kalab and Heald, 2008). 
Certains de ces facteurs, favorisant la formation et la stabilisation des microtubules, ont pu être 
identifiés : TPX2  (Gruss et al, 2001 ; Schatz et al, 2003), HURP et NuSAP (Silljé et al, 2006 ; Song and 
Rape, 2010). Cependant, l’origine exacte du nucléateur de microtubule agissant en aval de Ran-GTP 
reste encore à déterminer. En plus de Ran et des importines α et β, la voie « d’auto-assemblage » du 
fuseau nécessite l’activité du complexe des protéines « passagères », localisé au niveau des 
centromères (Chromosomal Passenger Complex, CPC) (Sampath et al, 2004 ; Gadea and Ruderman, 
2005). L’activité kinase de ce complexe, portée par Aurora B, permet en effet la phosphorylation 
inactivatrice des protéines Op18/Stathmin et MCAK qui possèdent une activité de dépolymérisation 
des microtubules (Gadea and Ruderman, 2006 ; Ohi et al, 2004). Il convient de noter que le CPC, en 
favorisant l’interaction entre le kinétochore et les microtubules, est également nécessaire à la voie 
« recherche et capture », faisant de ce complexe un acteur essentiel de l’assemblage du fuseau dans 
tous les contextes (Ruchaud et al, 2007). 
Chez les mammifères, ainsi que dans la majorité des autres espèces étudiées, le gamète 
femelle est dépourvu de centrosomes (absence de centrioles) (Manandhar et al, 2005). Dans ce 
contexte, l’assemblage du fuseau méiotique repose sur la coopération de nombreux centres 
organisateurs des microtubules (Microtubules Organizing Centers, MTOCs), qui de par leur composition 
(γ-tubuline et péricentrine) permettent de remplacer les centrosomes en tant que nucléateur (Gueth-
Hallonet et al, 1993 ; Carabastos et al, 2000). Chez la souris, peu de temps après la reprise du premier 
cycle méiotique, environ de 80 MTOCs se forment de novo à partir de résidus microtubulaires 
cytoplasmiques (Schuh and Ellenberg, 2007). Lors de la GVBD, les MTOCs, alors positionnés en 
périphérie de l’ovocyte, s’agrègent de manière centripète autour des chromosomes, sous l’action de la 
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 dynéine (Courtois et al, 2012). Cette agglomération a pour 
conséquence de faire apparaitre un amas sphérique au 
centre de l’ovocyte qui persiste pendant 2 à 3 heures. A 
l’issue de cette période, les chromosomes se positionnent 
en périphérie des microtubules et l’amas, sous l’action de 
la kinésine 5, s’étire selon un axe longitudinal préférentiel. 
La bipolarité s’acquiert alors progressivement, et ce n’est 
que vers 5 heures après la GVBD, que la majorité des 
ovocytes présente un fuseau méiotique strictement 
bipolaire (Fig. 11) (Schuh and Ellenberg, 2007). L’absence, 
durant les premières heures de ce processus, 
d’interactions stables entre les microtubules et les 
kinétochores semble indiquer que la voie chromatinienne 
« d’auto-assemblage » du fuseau prédomine au sein de 
l’ovocyte de souris (Brunet et al, 1999 ; Kitajima et al, 
2011). Cette hypothèse est en partie appuyée par le rôle 
indispensable de facteurs d’assemblages locaux dans le 
maintien de l’intégrité du fuseau : TPX2 (Brunet et al, 
2008), HURP (Breuer et al, 2010) et NuMA (Kolano et al, 2012). Cependant, malgré l’existence d’un 
gradient de Ran-GTP généré par la chromatine, ce dernier ne semble pas jouer un rôle indispensable 
dans l’assemblage du fuseau de méiose I. En effet, l’inhibition de la signalisation Ran-GTP n’entraine 
que des perturbations mineures et un léger retard d’assemblage du fuseau (Dumont J et al, 2007a ; 
Schuh M and Ellenberg J, 2007). L’action des kinases Aurora est en revanche nécessaire à 
l’assemblage correct d’un fuseau bipolaire, la régulation des attachements kinétochores-microtubules 
et l’accomplissement de la méiose I de l’ovocyte de souris (Swain JE et al, 2008 ; Shuda K et al, 2009 ; 
Davydenko et al 2013 ; Balboula et Schindler 2014). De plus, Aurora B est nécessaire pour la formation 
d’un fuseau bipolaire de taille normale dans l’ovocyte de Xénope, notamment en inhibant MCAK, dont 
l’activité de dépolymérisation des microtubules induit la formation de fuseau très courts et/ou 
monopolaires (Shao et al 2012). 
Figure 11 : Assemblage du fuseau 
L’assemblage du fuseau dans l’ovocyte de 
souris repose sur l’agglomération de nombreux 
centres nucléateurs des microtubules (MTOCs). 
Les moteurs moléculaires dynéine et kinésine 
sont respectivement nécessaires au processus 
d’agrégation des MTOCs et à la bipolarisation 
du fuseau méiotique. Adaptée de Schuh and 
Ellenberg 2007.  
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 d) Positionnement asymétrique du fuseau 
Lors des deux phases méiotiques (méiose I et méiose II), l’asymétrie des divisions méiotiques 
repose sur le positionnement excentré du fuseau au sein du gamète. En se localisant de la sorte, le 
fuseau induit, en effet, une polarisation du cortex ovocytaire qui permettra de délimiter le site 
d’émission des futurs globules polaires. Dans de nombreux modèles de division, le positionnement du 
fuseau repose sur la mise en place d’interaction entre le cortex cellulaire et les microtubules astraux 
émanant des centrosomes (Siller and Doe, 2009). Cependant, le positionnement du fuseau dans 
l’ovocyte, de par l’absence de ces éléments (centrosomes et microtubules astraux), dépend d’un 
mécanisme alternatif. Ce sont en effet, les filaments d’actine qui, lors des deux divisions méiotiques, 
assurent le déplacement du fuseau au sein du gamète (Longo and Chen, 1985 ; Yi et al, 2011). Ce rôle 
prépondérant de l’actine a pu être observé dans de nombreuses espèces de mammifères et a fait le 
cas d’études particulièrement détaillées chez la souris. 
Comme nous l’avons vu précédemment, l’assemblage du fuseau méiotique au sein de l’ovocyte 
de souris intervient quelques heures après la GVBD dans la région centrale du gamète. Lorsque le 
fuseau acquiert une configuration bipolaire (GVBD+4/5h), celui-ci entame un processus de migration 
qui va le conduire progressivement vers le cortex ovocytaire (GVBD+7/8h). De manière systématique, 
le déplacement du fuseau s’effectue dans le prolongement de son axe longitudinal et en direction de 
la région corticale la plus proche (Verlhac et al, 2000 ; Schuh and Ellenberg, 2008). Des expériences de 
désassemblage du fuseau par des agents dépolymérisant des microtubules (colchicine ou nocodazole), 
ont permis de mettre en évidence une capacité intrinsèque des chromosomes à rejoindre le cortex 
ovocytaire (Longo and Chen, 1985 ; Van Blerkom and Bell, 1986). Cette migration des chromosomes 
seuls est, en revanche, entièrement bloquée par la dépolymérisation (cytochalasine B) ou la 
stabilisation (jasplakinolide) des filaments d’actine (Terada et al, 2000 ; Verlhac et al, 2000 ; Li et al, 
2008). Conjointement, ces observations suggèrent que le processus de migration du fuseau méiotique 
dans l’ovocyte de souris repose principalement sur la dynamique des filaments d’actine. Cette 
hypothèse a pu être validée suite à l’identification et à l’inactivation génétique de facteurs nucléateurs 
de l’actine nécessaires au processus de migration : la formine-2, Spire 1 et 2 (Leader et al, 2002 ; 
Dumont et al, 2007b; Pfender et al, 2011). Ces trois facteurs agissent en coopération et permettent 
d’assembler un réseau de filaments d’actine cytoplasmiques s’organisant autour de vésicules (Schuh, 
2011 ; Holubcová et al, 2013). L’utilisation de la sonde UtrCH, se fixant spécifiquement sur les filaments 
d’actine (Burkel et al, 2007), a permis de visualiser ce réseau dans des ovocytes vivants et d’apporter 
des précisions quant à la nature des mécanismes gouvernant la migration du fuseau (Azoury et al, 
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 2008 ; Schuh and Ellenberg, 2008). Ces deux études ont abouti à l’élaboration d’un modèle similaire 
stipulant que de la myosine 2, localisée aux pôles du fuseau, exerce une force de traction sur le réseau 
cytoplasmique d’actine permettant de déplacer le fuseau. Les interactions dynamiques de ce réseau 
avec le cortex ovocytaire permettent ensuite d’orienter le fuseau en périphérie du gamète (Fig.12). 
L’absence de migration en cas d’inhibition de la myosine 2 (ML-7 inhibiteur de MLCK, Myosin Light 
Chain Kinase) ainsi que l’invagination du cortex à l’approche du fuseau permettent d’appuyer ce 
modèle de traction des pôles (Azoury et al, 2008 ; Schuh and Ellenberg, 2008). Plus récemment, 
l’utilisation d’un nouvel inhibiteur du complexe de nucléation Arp2/3, CK-666 (Nolen et al, 2009 ), a 
permis de souligner l’importance d’une autre sous population de filaments d’actine dans 
l’établissement de l’asymétrie de la première division méiotique (Sun et al, 2011a,b,c ). Au sein de 
l’ovocyte, ce complexe de nucléation est responsable d’une réorganisation corticale comprenant à la 
fois l’exclusion progressive de la myosine 2 et l’épaississement de l’actine. Ces modifications ont pour 
conséquence d’entrainer une diminution de la tension corticale qui s’est avérée être nécessaire à la 
migration du fuseau méiotique (Chaigne et al, 2013). L’ensemble des modifications dépendantes du 
complexe de nucléation Arp2/3 requiert l’activation de la voie Mos/MAPK. MAPK est en effet 
directement nécessaire à la phosphorylation activatrice de Arp2/3, ou indirectement via l’un de ses 
régulateurs en amont, Wave2 (Chaigne et al, 2013). 
Après l’émission du premier globule polaire, un nouveau fuseau s’organise rapidement autour 
des chromosomes préservés au sein de l’ovocyte. Chez la souris, le fuseau de métaphase II se 
positionne de manière asymétrique et parallèle au cortex ovocytaire. Cette localisation sous-corticale 
du fuseau de MII joue, au même titre que la migration du fuseau de MI, un rôle essentiel dans 
l’asymétrie des divisions méiotiques. Une perte de la localisation asymétrique du fuseau de MII est 
d’ailleurs fréquemment observée dans des ovocytes issus de femelles d’âge avancé, et est associée à 
une diminution des capacités reproductives (Webb et al, 1986 ; Kim et al, 1996 ; Miao et al, 2009). 
Récemment une étude a démontré le rôle nécessaire du complexe de nucléation Arp2/3 dans ce 
processus (Yi et al, 2011). En effet l’inhibition de ce complexe entraine le détachement et la 
relocalisation centrale du fuseau. Dans le contexte de la MII, Arp2/3 est responsable de la 
polymérisation polarisé de filaments d’actine au niveau du cortex surplombant le fuseau. Cette 
polymérisation est à son tour responsable d’un flux d’actine qui se transmet à l’ensemble du gamète. 
La caractérisation par STICS (SpatioTemporal Image Correlation Spectroscopy) et la modélisation 
mathématique de ce flux semblent indiquer que ce dernier soit en mesure de positionner de manière 
passive le fuseau à proximité du cortex ovocytaire (Yi et al, 2011). Plus récemment encore, la même 
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 équipe a publié une nouvelle étude appliquant ces principes à la migration du fuseau de MI (Yi et al, 
2013). Leurs observations aboutissent à un modèle alternatif de positionnement du fuseau 
(s’appliquant à la MI et à la MII) selon lequel la polarisation du complexe nucléateur Arp2/3 aboutit, 
via la polymérisation d’actine, à la création 
d’un flux cytoplasmique permettant une 
capture corticale du fuseau (Fig. 12). 
Contrairement au modèle de traction des 
pôles, où l’activité de la myosine 2 est 
essentielle, les flux cytoplasmiques 
permettent d’expliquer la capacité des 
chromosomes à rejoindre le cortex 
ovocytaire lors de la MI en dépit de 
l’inhibition de l’activité contractile de la 
myosine 2 (blebbistatine) (li et al, 2008). 
Cependant, rien ne permet à l’heure 
actuelle de favoriser l’un ou l’autre de ces 
modèles et la possibilité d’une coopération 
entre ces deux mécanismes est tout à fait 
envisageable.  
e) Polarisation du cortex ovocytaire 
L’ovocyte de souris bloqué au stade MII présente une polarisation de la région corticale 
surplombant le fuseau méiotique se caractérisant notamment par : une exclusion des granules 
corticaux, une absence de microvillosités et une réorganisation du cytosquelette d’acto-myosine 
(Longo and Chen, 1985 ; Maro et al, 1986 ; Simerly et al, 1998). Cette polarisation repose sur la 
proximité corticale du fuseau méiotique et s’acquiert progressivement au cours de la migration du 
fuseau de MI (Verlhac et al, 2000). Des expériences de désassemblage du fuseau (colchicine et 
nocodazole) ont permis de révéler le rôle central de la chromatine dans ce phénomène. En effet, une 
fois libérés des microtubules, les chromosomes conservent la capacité d’induire une polarisation du 
cortex ovocytaire (Longo and Chen, 1985 ; Maro et al, 1986). Cet effet de la chromatine repose, comme 
lors de l’assemblage du fuseau, sur la mise en place d’un gradient de Ran-GTP autour des 
chromosomes (Fig. 13). L’inhibition de ce gradient, par la surexpression d’une forme dominante 
Figure 12 : Positionnement du fuseau méiotique 
Deux modèles différents ont été proposés pour expliquer comment
les filaments d’actine permettent de réguler le positionnement du 
fuseau au sein de l’ovocyte de souris. Le premier, à gauche sur la 
figure,  repose sur la mise en place de forces de traction résultant 
d’une activité myosine 2 aux pôles du fuseau. Le deuxième, à droite, 
repose quant à lui sur la mise en place d’un flux cytoplasmique, 
engendré par une polymérisation polarisée de filaments d’actine 




 négative de Ran (RANT24N), aboutit effectivement à une perte complète de la polarité de l’ovocyte 
MII (Deng et al, 2007). De manière intéressante, l’injection de billes recouvertes d’ADN permet 
d’obtenir une polarisation artificielle de l’ovocyte. L’intensité de cette polarité est alors directement 
proportionnelle à la quantité d’ADN injectée, et est favorablement influencée par le rapprochement 
des billes avec le cortex ovocytaire (Deng et al, 2007).  
L’absence de fixation des spermatozoïdes dans la région 
corticale surplombant le fuseau méiotique, a permis de fournir une 
première hypothèse quant à la fonction de la polarisation de 
l’ovocyte (Johnson et al, 1975). Cette polarisation se caractérise en 
effet par une absence de microvillosités, dont la présence est 
requise pour l’interaction entre les gamètes mâles et femelle 
(Wilson and Snell, 1998 ; Runge et al, 2006). De ce fait, la 
polarisation protège l’ovocyte de toute interférence que pourrait 
provoquer l’incorporation des chromatides paternels au niveau de 
son fuseau méiotique. D’autre part, la polarisation participe très 
probablement au positionnement asymétrique du fuseau méiotique 
au sein de l’ovocyte. L’une des conséquences les plus évidentes de 
la polarisation est la formation d’un épais dôme d’actine (actin cap) 
surplombant le fuseau méiotique. La formation de ce dôme repose 
sur la mise en place d’une polymérisation polarisée de filaments 
d’actine par le complexe Arp2/3 (Yi et al, 2011). Comme nous 
l’avons vu précédemment, l’inhibition de ce complexe par le CK-666 
entraine un défaut de migration du fuseau de MI et une 
relocalisation centrale du fuseau de MII (Yi et al, 2011 et 2013 ; Chaigne et al, 2013). De manière 
intéressante, le positionnement asymétrique du fuseau, porteur des chromosomes et du gradient de 
Ran-GTP, favorise la polarisation de l’ovocyte (Verlhac et al, 2000). Nous pouvons donc supposer que 
ces deux phénomènes sont liés par un processus d’auto-amplification permettant de garantir 
l’asymétrie des divisions méiotiques de l’ovocyte de souris. Enfin, la localisation polarisée de certains 
facteurs tels que PAR3 et mPARD6b (Duncan et al, 2005 ; Vinot et al, 2004) ou encore la Rho GTPase 
Rac-1 (Halet and Carroll, 2007) suggère un rôle de la polarisation de l’ovocyte lors de l’émission des 
globules polaires. En effet, ces deux familles de protéines (PAR et Rho GTPases) sont connues pour 
réguler la division asymétrique, notamment lors des premières divisions embryonnaires chez C.elegans 
Figure 13 : Polarisation de 
l’ovocyte 
Au sein de l’ovocyte de souris, les 
chromosomes induisent une 
polarisation du cortex ovocytaire 
dépendante d’un gradient de Ran-
GTP. Ce gradient est centré sur les 
chromosomes de par la présence du 
facteur d’échange RCC1 sur ces 




 ou encore lors de la neurogenèse chez D.melanogaster (Munro and Bowerman, 2009 ; Goley and 
Welch, 2006). Dans un contexte méiotique, l’ovocyte de X.laevis a fourni de nombreux éclaircissements 
sur l’action des Rho GTPases au cours des divisions asymétriques du gamète femelle (Liu, 2012). Dans 
ce modèle, l’émission des globules polaires repose sur l’action combinée de deux Rho GTPase : Cdc42 
et RhoA. La GTPase Cdc42 favorise, via l’induction d’une polymérisation polarisée de filaments 
d’actine, la protrusion membranaire des globules polaires. La GTPase RhoA, quant à elle, forme un 
anneau autour de Cdc42 et permet la constriction de l’anneau de cytodiérèse (Ma et al, 2006 ; Zhang 
et al, 2008). Dans l’ovocyte de souris, ces deux GTPases semblent également participer au processus 
de division méiotique, notamment concernant le positionnement et la morphologie du fuseau : Cdc42 
(Na and Zernicka-Goetz, 2006 ; Cui et al, 2007) et l’émission du premier et du deuxième globule polaire : 
RhoA (Elbaz et al, 2009 ; Zhong et al, 2005). Cependant, les mécanismes par lesquels ces deux GTPases 




 B. Les réseaux d’acto-myosine 
L’actine est une protéine présente dans toutes les cellules de l’organisme et possède la 
capacité de s’assembler en filaments dynamiques. Les filaments d’actine forment avec les 
microtubules et les filaments intermédiaires, le cytosquelette des cellules. De nombreuses protéines 
partenaires permettent de moduler la forme et la dynamique des structures formées par les filaments 
d’actine et leur permettent ainsi de participer à une grande variété de processus cellulaires tels que : 
le positionnement et le déplacement des cellules au sein des tissus, la division cellulaire ou encore le 
trafic vésiculaire. Le caractère dynamique des filaments d’actine repose sur leur capacité à se 
polymériser/dépolymériser rapidement, et sur l’activité contractile de leur moteur moléculaire associé : 
la myosine. 
1. Assemblage et organisation des filaments d’actine 
Quand elle est associée à l’ATP, l’actine 
monomérique (actine G) s’assemble en filaments 
hélicoïdaux (actine F) à partir d’une concentration 
critique de monomères. L’association en dimère de 
l’actine G, qui constitue la première étape de ce 
processus, est défavorable d’un point de vue 
thermodynamique et requiert la fixation d’un 
troisième monomère pour être stabilisée. Pour 
contrer cette instabilité, la cellule dispose de 
protéines dites de nucléation, favorisant l’apparition 
de ces trimères. Une fois assemblés, les filaments 
présentent une polarité dépendante de l’orientation 
des monomères d’actine qui les composent (Fig. 14). 
En effet, ces derniers s’orientent tous dans la même 
direction et permettent de définir l’extrémité barbée 
(+), présentant un fort taux de polymérisation, et l’extrémité pointue (-), présentant un plus faible taux 
de polymérisation (10 fois inférieur à l’extrémité barbée). Une fois incorporés dans un filament, les 
monomères d’actine hydrolysent progressivement leur ATP en ADP et se libèrent d’un phosphate 
Figure 14 : Dynamique d’assemblage des 
filaments d’actine  
Les filaments d’actine sont des structures dynamiques 
en perpétuel renouvellement. Ils se polymérisent 
principalement au niveau de leur l’extrémité barbée (+) 
par l’incorporation de monomères d’actine G liés à 
l’ATP. L’hydrolyse progressive de l’ATP des monomères 
entraine alors, un vieillissement des filaments, qui 
favorise l’action de facteurs de désassemblage tel que 
l’ADF/cofiline. Les monomères ainsi libérés, sont pris 
en charge par la profiline qui permet leur recyclage en 
favorisant l’échange de l’ADP en ATP. Adaptée de
MBinfo, Mechano-biology Institute, Singapore. 
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 inorganique (Pi) au bout d’un temps donné (6 à 9 minutes). Les régions les plus anciennes des filaments 
(ADP) sont alors préférentiellement désassemblées, ce qui permet le maintien d’une forte 
concentration de monomères cytoplasmiques pouvant être rapidement mobilisés dans l’assemblage 
de nouvelles structures. 
a) Facteurs de nucléation 
L’un des principaux facteurs de nucléation des 
filaments d’actine est le complexe Arp2/3 qui se 
compose des protéines Arp2 et Arp3 ainsi que de 5 
sous-unités additionnelles ARPC1-5 (Campellone KG 
and Welch MD, 2010). Le complexe Arp2/3 se lie aux 
filaments d’actine préexistants et permet la 
nucléation de nouveaux filaments, grâce à ses sous-
unités Arp2 et Arp3 qui miment un dimère d’actine G. 
Ces filaments se forment selon un angle de 70° avec 
les filaments préexistants et permettent ainsi de créer 
un réseau hautement ramifié (Fig. 15). Pour 
fonctionner, Arp2/3 doit être activé par des protéines 
de type NPFs (Nucleation Promoting Factors) tels que 
WASP, N-WASP, WAVE/Scar et WHAMM (Derivery E 
and Gautreau A, 2010). Ces facteurs possèdent un 
domaine VCA leur permettant à la fois de lier les 
monomères d’actine G au niveau d’un sous domaine 
WH2 et d’activer le complexe Arp2/3 grâce à un autre 
sous domaine riche en acides aminés acides (CA) 
(Firat-Karalar and Welch, 2010). 
Contrairement au complexe Arp2/3, les protéines de la famille des formines nucléent des 
filaments d’actine directement à partir des monomères d’actine G et permettent la formation de longs 
filaments non ramifiés (Chesarone et al, 2010). Les formines fonctionnent en dimère en s’associant au 
niveau de leurs domaines FH2 et accompagnent la croissance des filaments d’actine en restant 
associées au niveau de l’extrémité barbée (Fig. 15). In vitro, le domaine FH2 est suffisant pour l’activité 
de nucléation des formines (Kovar et al, 2006). Les formines possèdent également un domaine FH1, 
Figure 15 : Nucléation des filaments d’actine 
Les facteurs de nucléation sont nécessaires à
l’assemblage rapide et régulé des filaments d’actine.
A titre d’exemples : le complexe Arp2/3,  qui favorise
la densification des réseaux en permettant la
nucléation de nouveaux filaments à partir de
filaments préexistants ; ou les formines, qui
fonctionnent sous forme de dimère et permettent la
formation de novo de nouveaux filaments non




 qui, par son affinité pour l’actine G, permet d’augmenter la concentration locale de monomère et de 
favoriser la polymérisation des filaments. Chez les mammifères, les formines sont classées en deux 
grands groupes : les formines de type Diaphanous (DRFs, Diaphanous Related Formins) telles que 
mDia1, 2 et 3 ; et les formines de type FMNs (Founding Mammalian Formins) telles que FMN1 et 
FMN2. En plus de leurs domaines FH1 et FH2, les DRFs possèdent un domaine GBD leur permettant de 
lier et d’être régulées par les GTPases de type Rho (RhoA, Rac1 et Cdc42). 
Les facteurs Spire1 et 2, Cordon Bleu (COBL), leiomodin (LMOD) (Qualmann B and Kessels MM, 
2009) ; JMY (Zuchero et al JB, 2009) et APC (Okada K et al, 2010) ; peuvent être regroupés dans une 
même famille de nucléateurs possédant des sites de fixation aux monomères d’actine en tandem qui 
leur permettent de stabiliser des dimères d’actine G. Le plus souvent, ces sites de fixation sont des 
domaines de type WH2 que l’on retrouve notamment dans le complexe Arp2/3. Le mode de 
fonctionnement de cette nouvelle famille de nucléateurs est encore méconnu. Cependant, de 
nombreuses études ont pu montrer que ces facteurs fonctionnent en coopération avec d’autres 
nucléateurs. A titre d’exemple, les facteurs Spire 1 et 2 ainsi que APC sont connus pour favoriser la 
nucléation de l’actine en coopération avec des formines (Capuccino et mDia1) (Dahlgaard K et al, 2007 ; 
Okada K et al, 2010), tandis que JMY coopère quant à lui avec le complexe Arp2/3 (Zuchero et al, 
2009). 
b) Organisation des réseaux d’actine  
En dehors des nucléateurs, de nombreux facteurs permettent de réguler la mise en place et 
l’organisation des réseaux formés par les filaments d’actine. La profiline joue par exemple un rôle 
double et essentiel dans la plasticité des réseaux. En effet, cette protéine, qui possède une forte 
affinité pour l’actine G, favorise la séquestration d’une réserve cytoplasmique de monomères qui 
pourra, en cas de besoin, être rapidement mobilisée pour l’assemblage de nouvelles structures. 
Lorsque les conditions sont favorables, la profiline permet à l’inverse de potentialiser la polymérisation 
de nouveaux filaments, en catalysant d’une part la conversion de l’ADP des monomères en ATP, et en 
coopérant d’autre part avec des nucléateurs tels que les formines (Romero et al, 2004). 
Une fois les réseaux assemblés, leur organisation est fortement influencée par l’action des 
facteurs de réticulation,  ou « crosslinkers », qui permettent la formation de liens entre les filaments 
d’actine (Fig. 16). Certains de ces facteurs, tels que la fimbrine, la fascine ou dans certains cas l’α-
actinine, agissent à de faibles distances (environ 10 nm) et favorisent l’assemblage de faisceaux 
condensés de filaments parallèles ou antiparallèles (actine fasciculée) (Vignjevic et al, 2003 ; Skau et 
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 al, 2011 ; Sjöblom et al, 2008). D’autres facteurs, tels que la 
filamine ou l’α-actinine (dans d’autres cas), agissent à longue 
distance (supérieur à 100 nm) et autorisent quant à eux 
l’établissement de connexions entre des filaments parallèles 
(Stossel et al, 2001 ; Sjöblom et al, 2008). Ainsi, et en fonction 
de leur niveau d’organisation, les réseaux de filaments 
d’actine permettent la mise en place de différentes structures 
cellulaires. Lors de la migration cellulaire, la rigidité offerte 
par les faisceaux de filaments est par exemple nécessaire à 
la formation des filopodes, tandis que la ramification des 
réseaux est indispensable à la formation des lamellipodes. 
Ces deux structures agissent alors en coopération et 
permettent respectivement aux cellules de s’accrocher et de 
se mouvoir sur leur substrat (Le Clainche and Carlier, 2008 ; 
Blanchoin et al, 2014).  
De nombreux facteurs permettent, pour leurs parts, 
de modifier la dynamique d’assemblage et de désassemblage 
des filaments. Le complexe CapZ se lie par exemple au niveau 
de l’extrémité barbée des filaments et s’oppose à 
l’incorporation de nouveaux monomères d’actine G (Sept D et al, 1999) (Fig. 16). La tropomoduline 
(Tmod) agit également de la sorte au niveau de l’extrémité pointue et permet ainsi, avec CapZ, de 
stabiliser localement des structures formées par le cytosquelette d’actine en s’opposant à l’élongation 
des filaments (Dos Remedios CG et al, 2003). A l’inverse, l’ADF/Cofiline agit en faveur de la 
dépolymérisation ou de la fragmentation des filaments (Carlier et al, 1997 ; Michelot A et al, 2007)  
(Fig. 16). L’affinité de l’ADF/Cofiline pour l’actine est plus forte pour les zones anciennes des filaments, 
caractérisées par des monomères liés à l’ADP, et permet ainsi le « recyclage » des réseaux (Blanchoin 
L and Pollard TD, 1999). Dans certains cas, la fragmentation des filaments par l’ADF/Cofiline aboutit à 
une augmentation du nombre d’extrémités disponibles et peut favoriser la densification du réseau. 
D’autres facteurs tels que la Gelsoline ou la Villine sont également capables de fragmenter les 
filaments d’actine (Robinson RC et al, 1999).  
Figure 16 : Organisation des réseaux de 
filaments d’actine 
De nombreux facteurs partenaires 
permettent de réguler l’organisation et la 
dynamique des réseaux d’actine au sein de 
la cellule. Les facteurs de réticulation sont 
par exemple responsables de l’agencement 
des réseaux, tandis que des protéines telles 
que CapZ ou l’ADF/cofiline permettent de 
modifier localement la stabilité des 
filaments. Adaptée de MBinfo, Mechano-
biology Institute, Singapore. 
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 c) Cortex cellulaire et filaments d’actine. 
Le cortex cellulaire se présente sous la forme d’une fine couche sous-membranaire (de 20 à 
250 nm d’épaisseur selon les cas) de filaments d’actine parallèles associés à différentes protéines 
partenaires (Morone et al, 2006 ; Charras et al, 2006). Ce réseau d’actine cortical entretient de manière 
permanente des interactions avec la membrane plasmique et joue de ce fait un rôle essentiel dans le 
contrôle de la morphologie cellulaire. Le cortex permet ainsi aux cellules de résister à des stress 
mécaniques externes ainsi qu’à leur propre pression osmotique interne (Salbreux et al, 2012 ; Stewart 
et al, 2011). Différentes études ont permis d’identifier les facteurs mDia1-2-3, FMN1 et le complexe 
Arp2/3 comme les principaux nucléateurs de cette sous-population corticale de filaments d’actine 
(Eisenmann et al, 2007 ; Han et al, 2009 ; Roh-Johnson et al, 2012). En plus de ces nucléateurs, 
différents partenaires dit « habituels » des filaments d’actine, tels que les facteurs de réticulation 
(filamine et α-actinine) ou encore les moteurs moléculaires de type myosine, se localisent dans la 
périphérie cellulaire et permettent de moduler l’organisation et la contractilité du cortex (Salbreux et 
al, 2012).  
Pour que ces modifications s’appliquent à la 
membrane plasmique, cette dernière doit entretenir des 
interactions permanentes avec les filaments d’actine du 
cortex. Pour cela, la cellule dispose notamment d’un 
groupe de protéines adaptatrices, appelé les ERMs (Ezrin 
Radixin Moesin), se composant d’une part d’un domaine 
N-terminal FERM liant la membrane plasmique et d’autre 
part d’un domaine C-terminal C-ERMAD liant les 
filaments d’actine (Fehon et al, 2010) (Fig. 17). Avant de 
pouvoir remplir leur rôle, les ERMs doivent être activés 
par phosphorylation selon un modèle à deux étapes. En 
effet, de manière constitutive, les ERMs se présentent 
sous une forme repliée, empêchant leur fonctionnement 
(Gary and Bretscher, 1995). Cette conformation est le 
résultat d’une interaction intramoléculaire entre les domaines FERM et C-ERMAD, qui ne peut être 
empêchée que par la phosphorylation d’un résidu thréonine conservé entre les trois ERMs. Pour cela, 
les ERMs repliés sont recrutés au niveau des régions membranaires riches en phosphatidylinositol 4,5-
bisphosphate (ptdIns(4,5)p2 ou PIP2), où ils sont mis en contact avec différentes kinases capables de 
Figure 17 : ERMs (Ezrin Radixin Moesin)
Les ERMs sont des protéines adaptatrices 
permettant de relier la membrane plasmique aux 
filaments d’actine composant le cortex 
cellulaire. Pour cela, les ERMs doivent être 
recrutées à la membrane par le 
phosphatidylinositol 4,5-bisphosphate (PIP2) et 
subir une phosphorylation leur permettant de se 
déplier. Dans cette conformation, le domaine 
FERM des ERM peut interagir avec différentes 
protéines membranaires et le domaine C-
ERMAD avec les filaments d’actine corticaux. 
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 les phosphoryler (Yonemura et al, 2002 ; Fievet el al, 2004). Différentes études ont permis de mettre 
en évidence le rôle des kinases ROCKs, PKCα et θ ou encore LOK dans ce processus (Matsui et al, 
1998 ; Ng et al, 2001 ; Belkina et al, 2009). Une fois dépliés, les ERMs sont alors en mesure de relier 
les filaments d’actine du cortex avec la membrane plasmique. Il est important de noter que les ERMs 
sont capables de lier directement les filaments d’actine, via leur domaine C-ERMAD, tandis que leur 
interaction avec la membrane plasmique nécessite l’intermédiaire de protéines membranaires (e.g. 
CD43 et CD44 ou encore ICAM2) reconnues par le domaine FERM  (Yonemura et al, 1998 ; Fehon et al, 
2010).  
2. Contraction des réseaux d’actine par la myosine 
A l’image de moteurs moléculaires agissant sur les microtubules, tels que la kinésine ou la 
dynéine, les myosines permettent de contracter les réseaux de filaments d’actine en utilisant  l’énergie 
dérivée de cycles répétés d’hydrolyse de l’ATP. L’action des myosines a été pour la première fois mise 
en évidence lors de la contraction des cellules musculaires. Depuis, de nombreuses isoformes de ces 
moteurs moléculaires ont pu être identifiées. Parmi les différentes familles de myosines, seules les 
myosines de type 2, dites conventionnelles, participent réellement à la contraction des filaments 
d’actine. Ce type de myosine agit au niveau des cellules musculaires (striées, lisses, cardiaques) mais 
également dans les cellules non musculaires. Les autres myosines, dites par opposition non-
conventionnelles, interviennent dans d’autres processus tels que l’organisation des filaments d’actine 
au niveau du cortex (myosine 1) ou encore le transport de vésicules, d’organites ou d’ARNm le long de 
ces filaments (myosine 5). Nous nous intéresserons ici à la myosine 2 de type non musculaire NMY2 
(que nous appellerons simplement myosine 2), qui participe à la contraction des filaments d’actine lors 
d’évènements tels que la division ou la migration cellulaire. 
a) Structure de la myosine 2.   
La myosine 2 fonctionnelle résulte de l’assemblage de trois paires de peptides 
(hexamère) s’articulant autour de l’association de deux chaines lourdes (230 kDa) auxquelles viennent 
s’ajouter : deux chaines légères (20 kDa) et deux chaines essentielles (17 kDa) permettant de réguler 
l’activité contractile du moteur moléculaire (Fig. 18). Dans la région N-terminale de chacune des deux 
chaines lourdes se situe un domaine globulaire comprenant le site de fixation à l’actine et le site de 
fixation du nucléotide (ATP ou ADP). Cette région, plus communément appelée « tête » de la myosine, 
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 est reliée au reste du complexe par une région intermédiaire 
ou « cou », comprenant les chaines régulatrices et 
essentielles associées. Cette région intermédiaire, confère 
une flexibilité à la myosine 2 lui permettant par un 
phénomène de « bras de levier », de convertir l’énergie 
chimique produite par l’hydrolyse de l’ATP en énergie 
mécanique (Vicente-Manzanares et al, 2009). La région C-
terminale des chaines lourdes permet, quant à elle, la 
liaison de nombreuses protéines régulatrices et est 
nécessaire à la formation des mini-filaments de myosine 2. 
Les mini-filaments, résultant de l’association « tête-bêche » 
de deux hexamères, constituent les unités contractiles 
efficaces de ce moteur moléculaire (Mahajan et al, 1996 ; 
Levayer and Lecuit, 2012) (Fig. 18). Chez les mammifères, il 
existe trois isoformes différentes de la chaine lourde (de 
type A, B ou C) chacune codée par son propre gène. En 
fonction de la nature de cette isoforme, qui s’assemble 
uniquement sous la forme d’homodimère, l’hexamère de 
myosine 2, alors de type A, B ou C, possède différentes caractéristiques. Ainsi, la myosine 2 de type A 
présente une plus forte contractilité, alors que la myosine de type B se caractérise par une plus grande 
affinité pour les filaments d’actine (Kovac et al, 2003 ; Wang et al, 2003).  
b) Régulation de l’activité contractile de la myosine 2.   
Comme de nombreuses protéines, l’activité de la myosine 2 peut être modulée par  
phosphorylation. Deux résidus se situant sur les chaines légères, la Thr18 et la Ser19 (cas des 
mammifères), sont notamment déterminants dans la régulation des capacités contractiles de la 
myosine 2 (Fig. 18). En effet, la phosphorylation de ces résidus par des kinases telles que MLCK, ROCKs 
ou encore MRCKs, est nécessaire à un dépliement des hexamères leur permettant d’interagir avec les 
filaments d’actine (Matsumura, 2005). De plus, la phosphorylation de ces résidus a pour conséquence 
d’accroître l’activité ATPase de la tête de myosine 2 et d’augmenter de ce fait la fréquence des 
changements conformationnels de la région intermédiaire (Craig et al, 1983 ; Ikebe et al, 1986). A 
l’inverse des kinases précédemment citées, le complexe formé par la phosphatase PP1δ et la sous-
Figure 18 : Régulation de la myosine 2
La phosphorylation des résidus Thr18 et Ser19 
des chaines légères de la myosine 2 favorise 
le dépliement et l’activation du moteur 
moléculaire. Les capacités contractiles de la 
myosine 2 peuvent être augmentées par 
l’association « tête bêche » des hexamères et 
la formation des mini-filaments. Adaptée de 
Vicente-Manzanares et al, 2009. 
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 unité non catalytique MYPT1 permet quant à lui d’inhiber, par déphosphorylation des résidus Thr18 et 
la Ser19, l’activité contractile du moteur moléculaire (Matsumura and Hartshorne, 2007). De ce fait, et 
dans de nombreux cas, l’activité contractile de la myosine 2 dépend d’une balance entre une activité 
kinase et l’activité phosphatase PP1δ/MYPT1. A noter que certaines kinases, comme ROCK, sont en 
mesure d’agir à deux niveaux, en phosphorylant la myosine 2 d’une part, et en inhibant le complexe 
phosphatase PP1δ/MYPT1 d’autre part (par phosphorylation de la sous-unité MYPT1) (Kawano et al, 
1999).  
La phosphorylation des chaines lourdes joue également un rôle important dans la régulation 
de l’activité contractile de la myosine 2. En effet, différentes sérines localisées dans la région C-
terminale des chaines lourdes sont la cible de kinases telles que PKC ou CKII (Murakami et al, 1998). 
Dans la majorité des cas étudiés, la phosphorylation des chaines lourdes s’oppose à l’assemblage ou 
à la persistance des mini-filaments fortement contractiles de myosine 2 (Vicente-Manzanares et al, 
2009 ; Levayer and Lecuit, 2012) (Fig. 18).   
3. Régulation de l’acto-myosine par les Rho GTPases. 
Les GTPases de la famille Rho telles que 
RhoA, Rac1 et Cdc42 sont connues pour 
participer à l’organisation du cytosquelette 
d’acto-myosine dans de nombreux contextes 
cellulaires. Le fonctionnement de ces protéines 
dépend de leur capacité à hydrolyser le GTP et à 
alterner entre une forme active (liée au GTP) et 
une forme inactive (liée au GDP). Différents 
facteurs d’échanges permettent d’accélérer ce 
processus et d’augmenter ainsi l’activité des 
Rho GTPases (Fig. 19). C’est le cas des GEFs 
(Guanine nucleotide Exchange Factor) qui 
favorisent le chargement du GTP, ou des GAPs (GTPase Activating Protein) qui accélèrent le 
phénomène d’hydrolyse du GTP. A l’inverse, d’autres facteurs tels que les GDIs (Guanine nucleotide 
Dissociation Inhibitor) s’opposent à cette activité en inhibant le relargage du GDP et en séquestrant 
les GTPases (Cherfils and Zeghouf, 2013). En cas d’activation, les Rho GTPases sont en mesure 
Figure 19 : Cycle d’activation des Rho GTPases
En hydrolysant de manière cyclique le GTP en GDP, les Rho 
GTPases permettent l’activation de nombreuses voies de 
signalisation cellulaire participant notamment à 
l’organisation du cytosquelette d’acto-myosine. Différents 
facteurs partenaires, tels que les GEFs ou les GAPs, 
favorisent le processus d’hydrolyse et potentialisent 
l’activation des Rho GTPases. D’autres facteurs, en 
revanche, inhibent la dissociation du GDP et s’opposent de 
ce fait à leur activation. Adaptée de Tybulewicz et al, 2009.
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 d’induire une série d’évènements moléculaires pouvant conduire à de profondes réorganisations de 
l’architecture cellulaire. Différentes drogues, sondes fluorescentes spécifiques (reconnaissant les 
GTPases actives liées au GTP) ainsi que la surexpression de formes inactives (dominants négatifs) ont 
permis de mieux comprendre leur fonctionnement in vivo. Nous nous intéresserons ici aux différents 
effecteurs des Rho GTPases ayant une influence sur 
l’assemblage, l’organisation et la dynamique des réseaux 
d’acto-myosine, et nous aborderons plus en détail l’influence 
de ces GTPases lors de la division cellulaire.  
a) Effecteurs des Rho GTPases 
Les Rho GTPases RhoA, Rac1 et Cdc42 sont, de par 
leurs capacités à induire la nucléation des filaments d’actine 
et à activer la myosine 2, toutes les trois capables de modifier 
l’organisation et la dynamique des réseaux d’acto-myosine 
(Fig. 20). Lors de l’interphase, l’activité de RhoA est 
nécessaire à la formation des fibres de stress, qui résultent 
d’un assemblage en faisceaux de plusieurs filaments 
d’actine, tandis que Rac1 et Cdc42 sont notamment associées 
respectivement à la formation des lamellipodes et des 
filopodes.  
La  nucléation de nouveaux filaments d’actine par les 
Rho GTPases s’opère via le recrutement de nucléateurs tels 
que les formines de types Diaphanous (DRFs, Diaphanous 
Related Formins) (filaments non ramifiés), ou le complexe 
Arp2/3 (filaments ramifiés). Dans la majorité des cas, 
l’activation des DRFs (mDia1, 2 et 3) dépend de la GTPase 
RhoA, avec cependant différents exemples de régulation de 
mDia2 et 3 par Rac1 et Cdc42 (Lammers et al, 2008). 
L’activation de ce type de formine nécessite la liaison des Rho 
GTPases au niveau d’un domaine GBD situé à l’extrémité N-
terminale du nucléateur. En se fixant de la sorte, les Rho 
GTPases autorisent, en effet, un dépliement des formines, qui 
Figure 20 : Régulation des réseaux de
filaments d’actine  par les Rho GTPases
L’activation de chacune des Rho GTPases
RhoA, Rac-1 et Cdc42 permet de modifier
l’organisation et la dynamique des réseaux
de filaments d’actine. Ainsi, les Rho
GTPases ont notamment une influence sur :
la formation de nouveaux filaments en
activant des nucléateurs, la stabilité de ces
derniers en inhibant l’ADF/cofiline et enfin
sur la contractilité des réseaux en activant
la myosine 2. 
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 aura pour conséquence d’exposer leurs domaines FH1 et FH2 et de permettre ainsi leur activité 
nucléatrice (Rose et al, 2005 ; Otomo et al, 2005). L’autre voie de nucléation, impliquant le complexe 
Arp2/3, intervient quant à elle uniquement en aval de Rac1 et Cdc42 et nécessite l’activation 
intermédiaire de facteurs de type NPFs au niveau du cortex cellulaire (par exemple : WASP, N-WASP, 
WAVE/Scar…). Comme pour les formines, l’interaction des GTPases avec les NPFs va permettre, par 
changement conformationnel, de rendre accessible un domaine (WCA), favorisant le recrutement et 
l’activité nucléatrice du complexe Arp2/3. En fonction de leur type, les NPFs semblent être 
favorablement activés par Rac1 ou Cdc42. A titre d’exemple, l’activation de WASP et de N-WASP 
dépend de la fixation de Cdc42 au niveau d’un domaine CRIB (Cdc42 Rac1 Interactive Binding), tandis 
que l’activation de WAVE/scar requiert la fixation de Rac1 associé à différents partenaires (Derivery E 
and Gautreau A, 2010 ; Firat-Karalar and Welch, 2010).  
Comme nous l’avons vu précédemment, l’activité de la myosine 2 repose sur l’état de 
phosphorylation de deux résidus conservés présents sur les chaines légères du moteur moléculaire 
(Thr18 et la Ser19). Chacune des Rho GTPases, via l’activation de kinases spécifiques, est en mesure 
d’induire ce type de phosphorylation et permettent ainsi de moduler localement la contractilité des 
réseaux d’acto-myosine. Respectivement et de manière non exhaustive, les GTPases RhoA, Rac-1 et 
Cdc42 favorisent l’activation de la myosine 2 via des kinases de type ROCKs, PAKs et MRCKs (Sit and 
Manser, 2011 ; Spiering and Hodgson, 2011). En plus de leur rôle concernant la myosine, les kinases 
ROCKs et PAKs, permettent également de modifier la dynamique des réseaux d’acto-myosine. En effet, 
ces deux kinases s’opposent à l’activité de l’ADF/Cofiline et favorisent ainsi la stabilité des filaments 
d’actine. Pour cela, ROCKs et PAKs activent un autre groupe de kinases, les LIMKs, par 
phosphorylation. Ces dernières ciblent alors l’ADF/Cofiline et interdisent son activité déstabilisatrice 
au moyen d’une phosphorylation inhibitrice (Bernard, 2007).  
b) Rho GTPases et division cellulaire. 
Chez les mammifères, RhoA appartient à un sous-groupe de trois GTPases : RhoA, B, C ; ayant 
chacune des rôles distincts au sein de la cellule (Heasman SJ and Ridley AJ, 2008). Cependant, et 
certainement en raison d’une redondance fonctionnelle entre RhoB et RhoC, seule l’inactivation 
génétique de RhoA est létale chez la souris (Liu et al, 2001 ; Hakem et al, 2005). Ceci s’explique 
notamment par le rôle essentiel et conservé qu’entretient RhoA lors de la division cellulaire. RhoA est 
en effet nécessaire, via l’activation des formines de type mDia et des kinases ROCKs, à l’assemblage 
et à la contraction de l’anneau de cytodiérèse permettant de séparer les cellules filles (Piekny A et al, 
INTRODUCTION
31
 2005). Dans ce contexte, l’activation localisée de RhoA repose 
sur le recrutement du facteur d’échange (GEF), Ect-2, au 
niveau de la région centrale du fuseau de division. Le 
recrutement d’Ect-2 est, quant à lui, dépendant du cycle 
cellulaire et requiert la phosphorylation, par la kinase Plk1, de 
la sous-unité MgcRacGAP du complexe de la 
« centralspindlin », composé des protéines MKLP1 et 
MgcRacGAP (Yuce et al, 2005 ; Petronczki M et al, 2007) 
(Fig.21).  
A l’inverse de RhoA, l’activation de Rac1 a clairement 
une influence négative sur la réussite du processus de division 
cellulaire. En effet, la surexpression d’une forme 
constitutivement active de cette GTPase a pour conséquence 
d’induire la formation de cellules multinucléées (Jordan and 
Canman, 2012). De plus, son inhibition par surexpression 
d’une forme dominante négative, par ARN interférence, ou 
encore par mutation, n’empêche pas la division cellulaire 
(Yoshizaki et al, 2004 ; D'Avino et al, 2004 ; Canman et al, 
2008). L’utilisation d’une sonde FRET, spécifique de la forme 
active de Rac1 (Rac1GTP), a permis de démontrer que l’activité 
de la GTPase est fortement réprimée dans la région du fuseau 
central (Yoshizaki et al, 2003). Cette inhibition est due à 
l’activité GAP de la sous-unité MgcRacGAP du complexe de la 
« centralspindlin », et s’oppose à la nucléation de filaments d’actine pouvant perturber l’assemblage 
de l’anneau de cytodiérèse (Canman et al, 2008 ; D'Avino and Glover, 2009) (Fig. 21). En effet, comme 
nous l’avons vu précédemment, sous sa forme active, Rac1 peut induire l’assemblage des filaments 
d’actine en activant Arp2/3 via l’activation des facteurs de type NPFs (WAVE/scar). 
Comme pour Rac1, la déplétion ou l’inhibition de Cdc42 ne bloque pas la division cellulaire 
tandis que sa surexpression sous une forme constitutivement active entraine la formation de cellules 
multinucléées (Jordan and Canman, 2012). Ce type d’expériences semble donc indiquer que l’activation 
Cdc42 possède une influence négative sur les processus mitotiques. Cependant, différentes études 
ont permis de mettre en évidence un rôle actif de Cdc42 favorisant, au contraire, le bon déroulement 
Figure 21 : Rôle des GTPases lors de la 
division cellulaire 
Lors de l’anaphase, le complexe de la 
« centralspindlin » s’assemble au niveau 
de la région central du fuseau et régule 
localement l’activité des Rho GTPases. Les 
sous-unités Ect-2 et MgcRacGAP du 
complexe permettent respectivement 
d’activer RhoA et d’inhiber Rac-1.
L’activation de RhoA est nécessaire à la 
mise en place de l’anneau de cytodiérèse, 
tandis que l’inhibition de Rac-1 permet de 
prévenir l’assemblage de filaments 




 de ces processus. En effet, lors de la division des cellules épithéliales, l’activation de Cdc42 permet, 
en régulant le positionnement du fuseau mitotique, de garantir l’orientation de l’axe apico-basal des 
cellules constituant les tissus (Jaffe et al, 2008). Ce rôle de Cdc42 s’explique par son action en faveur 
de l’établissement d’une sous-population corticale d’actine, elle-même nécessaire à l’ancrage des 
microtubules, permettant ainsi d’orienter le fuseau mitotique (Mitsushima et al, 2009 ; Pearson and 
Bloom, 2004). De plus, en cas de déplétion de Cdc42, les cellules connaissent un ralentissement de la 
division cellulaire coïncidant avec un défaut d’alignement des chromosomes (Yasuda et al, 2006). 
L’activation, par Cdc42, de la formine mDia3 qui est responsable de l’interaction et de la bonne 
orientation des microtubules avec les kinetochores, pourrait en être la cause (Yasuda et al, 2004). Mis 
bout à bout, ces résultats ne permettent pas d’établir clairement le caractère essentiel ou non de 
l’activité de Cdc42 lors de la division cellulaire. D’autres études seront donc nécessaires pour clarifier 




 C. Modèles de division asymétrique 
La division asymétrique est un mécanisme permettant de promouvoir une diversification des 
types cellulaires en s’appuyant sur une transmission inégale de déterminants moléculaires (ARNm, 
protéines). Les cellules filles, issues de ce type de division, connaissent alors un destin divergent et 
diffèrent le plus souvent d’un point de vue fonctionnel et morphologique. Comme nous l’avons vu 
précédemment, la division asymétrique est un processus indispensable à l’émission des globules 
polaires de l’ovocyte, mais permet également l’auto-renouvellement des cellules souches et la mise 
en place des différents lignages cellulaires au cours du développement. D’une manière générale, le 
succès de ce processus repose sur l’établissement d’une polarisation cellulaire, permettant de définir 
deux sous-régions opposées et biochimiquement distinctes au sein de la cellule mère. Lors de la 
division, cette même polarisation permet d’orienter le fuseau mitotique (ou méiotique) et de 
positionner le plan de scission à l’interface des deux pôles cellulaires. Nous aborderons ici les 
mécanismes à l’origine de cette polarité et verrons en quoi cette dernière influence l’orientation du 
fuseau lors de la division. Pour cela, nous détaillerons les mécanismes se déroulant au sein de 
différents modèles de division asymétrique : la prolifération des levures Saccharomyces cerevisiae, la 
division du neuroblaste de Drosophila melanogaster et la première division mitotique du zygote de 
Caenorhabditis elegans. 
1. Mécanismes généraux 
L’établissement d’une polarité cellulaire est un processus fondamental permettant aux 
cellules d’acquérir les caractéristiques nécessaires à leurs fonctions. Ainsi, la polarisation apico-
basale des cellules épithéliales permet de séparer des compartiments au sein des organismes, tandis 
que la mise en place d’un front de migration dans les cellules mésenchymateuses est à l’origine de 
leurs déplacements. Lors de la division asymétrique, la polarisation de la cellule mère intervient avant 
la division et peut s’effectuer de manière spontanée ou en réponse à des stimuli internes/externes. 
Dans la majorité des cas, cette polarisation requiert l’amplification d’une brisure de symétrie initiale 
par un système de rétro-contrôle positif (auto-amplification) et un antagonisme entre les déterminants 
moléculaires polarisés (Thompson, 2013).  
Lors de la division, l’alignement du fuseau mitotique avec l’axe de polarisation permet, quant 
à lui, de garantir la répartition asymétrique des déterminants de l’identité cellulaire. L’orientation du 
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 fuseau est, en effet, déterminante pour le positionnement du plan de cytodiérèse et joue de ce fait un 
rôle fondamental lors des processus de divisions asymétriques. D’une manière générale, l’assemblage 
du fuseau intervient suite à la rupture de l’enveloppe nucléaire (NEBD), et s’opère à partir de 
microtubules émis depuis les centrosomes. Le fuseau se compose alors de trois types distincts de 
microtubules : les microtubules kinétochoriens, qui se lient aux chromosomes, les microtubules inter-
polaires, qui favorisent la formation du sillon de division, et enfin les microtubules astraux, qui 
permettent modifier l’orientation et le positionnement du fuseau mitotique (Glotzer, 2009 ; Tanaka, 
2010). 
L’influence des microtubules astraux sur l’orientation du fuseau mitotique dépend de leur 
capacité à entretenir des interactions dynamiques avec le cortex cellulaire. Cette capacité, repose sur 
un mécanisme de « recherche et capture », permettant aux microtubules d’explorer leur environnement, 
suite à des phénomènes de polymérisation et dépolymérisation successifs. Une fois capturés par le 
cortex, les microtubules astraux subissent alors des forces de tractions capables de modifier 
l’orientation et le positionnement du fuseau mitotique. L’origine de ces forces, qui s’exercent depuis 
la périphérie cellulaire, peut être multiple et provenir, par exemple, d’une dépolymérisation polarisée 
des microtubules (extrémité moins, au niveau du centrosome), de la contractions des réseaux d’acto-
myosine ou encore de l’action de moteurs moléculaires tels que la dynéine (Siller and Doe, 2009).  
2. Prolifération de la levure S.cerevisiae 
a) Polarisation cellulaire 
La prolifération mitotique de S.cerevisiae s’effectue par division asymétrique et s’initie à 
l’issue de la transition G1-S du cycle cellulaire. Elle se caractérise par le bourgeonnement d’une cellule 
fille de petite taille qui, pour garantir la pérennité de la population, héritera de la majorité des 
composants nouvellement synthétisés par la cellule mère (Macara and Mili, 2008). La formation du 
bourgeon a le plus souvent lieu à proximité de la cicatrice résultant de la division précédente, mais 
peut également intervenir de manière spontanée (Irazoqui et al, 2003). Dans les deux cas, la cellule 
subit une brisure de symétrie et se polarise progressivement (Fig. 22). La réorganisation du 
cytosquelette d’actine constitue l’un des évènements notables de polarisation et permet de relier le 
bourgeon à la cellule mère par l’intermédiaire de filaments cytoplasmiques. Ces filaments agissent 
comme des « câbles » de transport et favorisent l’acheminement des ressources maternelles 
nécessaires à la croissance du bourgeon (Li, 2013). Le criblage de mutants présentant un défaut de 
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 division cellulaire a permis d’identifier la GTPase Cdc42 comme l’un des principaux régulateur de la 
polarisation de S.cerevisiae (Adams et al, 1990). En effet, l’absence de cette GTPase se traduit par une 
incapacité des levures à bourgeonner et par un accroissement isotropique de la cellule mère.  
En conditions normales, les levures disposent de deux voies complémentaires pour établir la 
polarisation de Cdc42. La première d’entre elles, repose sur la mise en place d’un phénomène d’auto-
amplification entre la GTPase et les câbles de filaments d’actine cytoplasmiques (Karpova et al, 2000 ; 
Moseley and Goode, 2006). Selon ce phénomène, Cdc42 est nécessaire à l’assemblage initial des 
câbles, tandis que ces derniers favorisent, en retour, la polarisation de la GTPase en l’acheminant de 
manière sélective au niveau du bourgeon  (Wedlich-Soldner et al, 2003, 2004 ; Pruyne et al, 2004 ; 
Irazoqui et al, 2005). L’utilisation de drogues inhibant la polymérisation des filaments d’actine 
(latrunculine A ou B) révèle cependant, que ce processus d’auto-amplification n’explique pas, à lui 
seul, la polarisation pré-mitotique de S.cerevisiae (Ayscough et al, 1997 ; Irazoqui et al, 2005). En effet, 
différentes études ont mis en évidence l’existence d’une voie de polarisation parallèle faisant 
intervenir le complexe formé par la protéine adaptatrice Bem1, la kinase Cla4 et l’activateur de Cdc42 : 
le facteur d’échange (GEF) Cdc24 (Bender and Pringle, 1991 ; Chant et al, 1991 ; Bose et al, 2001). Cette 
deuxième voie fonctionne également par auto-amplification, selon une boucle impliquant le 
recrutement du complexe Bem1/Cla4/Cdc24 par Cdc42 et l’activation consécutive de Cdc42 par Cdc24 
(Gulli et al, 2000 ; Butty et al, 2002). A l’image des expériences de dépolymérisation des filaments 
d’actine, la déplétion de la protéine Bem1 (Δbem1), ne permet pas, à elle seule, d’inhiber la polarité 
cellulaire de S.cerevisiae (Chenevert et al, 1992). Une telle inhibition requiert les effets combinés de 
la déplétion de Bem1 et de la dépolymérisation des filaments d’actine (Wedlich-Soldner et al, 2004). 
L’ensemble de ces résultats suggère donc que ces deux voies de polarisation agissent de manière 
indépendante. Cependant, la mise en place de simulations numériques a permis de fournir une 
explication possible quant à cette apparente redondance fonctionnelle (Brandman et al, 2005). Selon 
ce nouveau modèle, le complexe Bem1/Cla4/Cdc24 et les câbles de filaments d’actine agissent en 
coopération et ont respectivement un rôle prépondérant dans l’initiation et le maintien de la 
polarisation de Cdc42. 
b) Positionnement du fuseau 
Lors de la division asymétrique de S.cerevisiae, l’alignement du fuseau avec l’axe de la 
polarisation cellulaire, repose sur l’acheminement sélectif de l’un des deux centrosomes (Spindle Pole 
Body ou SPB chez la levure) vers le bourgeon en cours de formation (Fig. 22). Cette relocalisation 
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 s’opère par le transport polarisé de l’extrémité plus 
des microtubules astraux, le long des câbles 
cytoplasmiques de filaments d’actine (Miller et al, 
2006). Ce processus est dépendant de l’activité du 
moteur moléculaire Myo2, et requiert l’intervention 
du complexe Kar9/Bim1. Ce dernier permet, en effet, 
de faire le lien entre les microtubules et le moteur 
moléculaire, et se localise uniquement au niveau du 
SPB de la cellule fille (Hwang et al, 2003 ; Liakopoulos 
et al, 2003 ; Grava et al, 2006). A l’issue de cette 
relocalisation, l’orientation du fuseau est verrouillée 
par la capture et le raccourcissement des 
microtubules à proximité du bourgeon. Ce 
phénomène d’ancrage des microtubules est 
dépendant du facteur Bud6, cependant le mode 
d’action de cette protéine est encore inconnu 
(Adames et al,  2000 ; Kusch et al, 2002 ; Huisman et 
al, 2004).  
A l’issue de l’anaphase, le fuseau connait un 
mouvement de translocation permettant de transférer 
le SPB de la cellule fille vers l’extrémité du bourgeon 
(Fig. 22). Ce processus est dépendant de l’activité 
d’un complexe dynéine-dynactine dont l’activité 
motrice, portée par la dynéine, est dirigée vers 
l’extrémité moins des microtubules (Carminati and 
Stearns, 1997). Dans un premier temps, ce complexe 
doit être transporté, sous une forme inactive, vers 
l’extrémité plus des microtubules astraux. Ce 
transport est assuré par l’action d’un autre moteur moléculaire, la kinésine Kip2, fonctionnant en 
coopération avec les facteurs Bik1, Pac1 et Ndl1 (Lee et al, 2003 ; Sheeman et al, 2003). Une fois au 
cortex cellulaire, le complexe dynéine-dynactine est activé par la protéine Num1, et exerce alors les 
forces de tractions nécessaires au repositionnement du fuseau (Heil-Chapelaine et al, 2000 ; 
Figure 22 : Division asymétrique de S.cerevisiae
La croissance du bourgeon repose sur la mise en 
place de câbles cytoplasmiques d’actine entre la 
cellule fille et la cellule mère. L’assemblage de ces 
câbles est favorisé par la polarisation de la GTPase 
Cdc42 et du complexe Bem1/Cla4/Cdc24. Les câbles 
d’actine permettent l’acheminement des ressources 
maternelles (protéine, ARNm…) et sont également 
nécessaires à la migration du centrosome (SPB) du 
bourgeon. Cette migration requiert l’action de Myo2, 
qui se lie aux microtubules astraux du SPB par 
l’intermédiaire du complexe Kar9/Bim1. En fin de 
mitose, le fuseau connait un mouvement de 
translocation permettant de transférer la moitié des 
chromosomes vers le bourgeon. Ce mouvement est le 
résultat de forces exercées sur les microtubules 
astraux par de la dynéine localisée au cortex. Dans 
ce contexte, la kinésine Kip2 et le facteur Num1 sont 
respectivement nécessaires au transport et à 
l’activation de la dynéine. 
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 Farkasovsky and Kuntzel, 2001 ; Sheeman et al, 2003). L’inactivation génétique de la dynéine, de la 
dynactine ou encore de la protéine Num1 entraine toutes trois des défauts de relocalisation du fuseau 
aboutissant à la formation d’une cellule mère binucléée et d’une cellule fille anucléée (Eshel et al, 
1993 ; Li et al, 1993 ; Adames et al, 2000 ; Farkasovsky and Kuntzel, 2001).   
3. Division du neuroblaste de D.melanogaster 
a) Polarisation cellulaire 
Lors du développement précoce, les neuroblastes de D.melanogaster se divisent à de multiples 
reprises pour donner naissance aux neurones qui peupleront le système nerveux central de l’embryon. 
A l’image des cellules souches, le potentiel prolifératif des neuroblastes repose sur leurs capacités à 
se répliquer tout en produisant les cellules progénitrices nécessaires à la formation des neurones 
(appelées GMC). Ce processus de prolifération est rendu possible par la polarisation apico-basale des 
neuroblastes et le caractère asymétrique de leurs divisions (Fig. 23). Ainsi, le pôle apical des 
neuroblastes formera un autre neuroblaste tandis que leur pôle basal sera à l’origine d’un progéniteur 
GMC. Les neuroblastes entament leur processus de division en se délaminant du neurectoderme 
ventral (épithélium embryonnaire à l’origine du système nerveux) et en se positionnant au niveau de la 
surface basale de ce dernier. Bien que pouvant intervenir de manière spontanée, leur polarisation 
s’opère alors en fonction de l’axe apico-basal du neurectoderme (Siegrist and Doe, 2006), et repose 
sur la mise en place d’un antagonisme réciproque entre les déterminants permettant de définir le pôle 
apical et basal de la cellule. 
L’acquisition d’un destin neuronal pour le progéniteur GMC requiert l’accumulation de 
différents déterminants cellulaires dans le pôle basal du neuroblaste. On retrouve parmi ces 
déterminants, le facteur de transcription Prospero (Pros) et le suppresseur de tumeur Brat qui 
participent chacun à la mise en place des caractéristiques neuronales et antiprolifératives du GMC 
(Doe et al, 1991 ; Li et al, 2000 ; Lee et al, 2006a ; Betschinger et al, 2006). Ces deux protéines ne 
possèdent pas la capacité de se lier directement au cortex et nécessitent pour cela l’intermédiaire de 
la protéine adaptatrice Miranda (Ikeshima-Kataoka et al, 1997 ; Shen et al, 1997). D’autre part, la 
formation du progéniteur GMC requiert une inhibition basale de la signalisation Notch, rendue possible 
par l’accumulation asymétrique de la protéine Numb (Schweisguth F, 2004 ; Lee et al, 2006b ; Wang 
et al, 2006). Contrairement à Pros et Brat, l’association de Numb au cortex cellulaire s’effectue le plus 
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 souvent de manière autonome, à l’exception des stades 
précoces de la mitose, où l’action de son partenaire Pon 
(Partner Of Numb) peut être requise (Lu et al, 1998). 
De ce fait, si la localisation basale de Numb et 
Miranda joue un rôle central dans l’établissement de la 
destinée du progéniteur GMC, on peut s’interroger quant 
à l’origine de la polarisation de ces facteurs. La réponse 
à cette question se trouve au niveau du pôle apical du 
neuroblaste, où l’accumulation asymétrique de la kinase 
aPKC s’oppose, par phosphorylation directe, à leur 
recrutement (Rolls et al, 2003 ; Smith et al, 2007 ; 
Atwood and Prehoda, 2009). Ainsi, les mutants aPKC 
présentent des défauts de polarisation et se 
caractérisent, notamment, par une relocalisation 
uniforme des déterminants du pôle basal, tout autour du 
cortex cellulaire (Lee et al, 2006c). La polarisation 
apicale d’aPKC repose, quant à elle, sur l’incorporation 
de la kinase au sein du complexe de polarité PAR 
(Partitioning defective). Ce complexe se compose des 
facteurs Par-3 (bazooka), Par-6 et aPKC, et est connu pour 
favoriser la polarisation corticale dans de nombreux 
contextes et modèles cellulaires (Goldstein and Macara, 
2007 ; McCaffrey and Macara, 2009). L’assemblage de 
ce dernier s’initie suite à la relocalisation membranaire 
de Par-3 (Wu et al, 2007), et nécessite l’activité de la 
GTPase Cdc42 pour recruter Par-6 et aPKC (Atwood et al, 
2007). 
L’action du facteur basal Lgl est également 
nécessaire à l’établissement et au maintien de la 
polarité des neuroblastes. Ce facteur, entretient, en 
effet, une relation antagoniste avec aPKC, lui permettant 
de restreindre l’activité de la kinase au niveau du pôle 
Figure 23 : Division asymétrique du 
neuroblaste de D.melanogaster 
La polarisation du neuroblaste s’effectue en 
fonction de l’orientation du neurectoderme et se 
caractérise par l’accumulation apicale du 
complexe Par (Par-3/Par-6/aPKC) et l’accumulation 
basale des facteurs Miranda, Numb et Lgl. 
L’établissement et le maintien de cette polarité 
sont favorisés par l’existence d’un antagonisme 
entre Lgl et aPKC. Lors de l’anaphase, le 
positionnement du fuseau repose sur la 
capture/traction des microtubules astraux par le 
complexe Pins/Gα/Mud. Pour ce faire, ce 
complexe s’associe, via le facteur Insc, à la sous-
unité Par-3 du complexe Par. Une fois au cortex, la 
sous-unité Mud permet le recrutement de la 
dynéine qui exerce alors les forces nécessaires 
pour déplacer le fuseau. En cas d’absence du 
complexe Par, un autre complexe, cette fois 
composé de Pins/Gα/Dlg et de la kinésine Khc73, 
permet de garantir le positionnement du fuseau et 
le bon déroulement de la division.  
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 apical de la cellule (Lee et al, 2006c). A l’inverse, la phosphorylation de ce facteur par aPKC s’oppose 
au recrutement apical de ce dernier (Atwood and Prehoda, 2009).  Ainsi,  l’inactivation génétique de 
Lgl entraine une relocalisation basale d’aPKC (Lee et al, 2006c), tandis que sa surexpression sous une 
forme non-phosphorylable (Lgl3A) favorise la dispersion apicale des facteurs de polarité basale 
(Atwood and Prehoda, 2009). 
b) Positionnement du fuseau 
Lors du premier cycle de division asymétrique, le fuseau du neuroblaste de D.melanogaster 
s’assemble de manière parallèle au neurectoderme et doit pivoter de 90° pour s’aligner avec l’axe de 
polarisation apico-basal de la cellule. Lors des cycles suivants, cette rotation n’est plus nécessaire car 
le centrosome, conservé par le neuroblaste, est maintenu au niveau du pôle apical durant l’interphase 
(Kaltschmidt et al, 2000). Cependant, le positionnement et l’orientation du fuseau doivent être régulés 
à chaque division et ce afin de garantir la ségrégation des déterminants cellulaires. Ce processus 
repose sur une disparité de taille entre les cellules filles et est rendu possible par l’asymétrisation du 
fuseau lors de l’anaphase. Les protéines Par, qui sont également responsables de la polarité cellulaire, 
jouent un rôle essentiel lors de ce processus. En effet, ces protéines, et plus particulièrement le 
complexe Par (Par-3/Par-6/aPKC), sont capables de modifier le positionnement du fuseau et font appel 
pour cela, à différents mécanismes semblant être conservés entre tous les métazoaires (Siller and Doe, 
2009) (Fig. 23).  
L’influence du complexe Par sur le positionnement du fuseau s’effectue par l’intermédiaire du 
facteur Insc (Inscuteable) (Kraut et al, 1996). Cette protéine permet, en effet, de relier la sous-unité 
Par-3 du complexe à un autre complexe membranaire composé des facteurs Pins (Partner of 
Inscuteable), Mud (NuMA chez les mammifères) et de la sous-unité Gα de l’hétérotrimère de protéine 
G (Bowman et al, 2006 ; Izumi et al, 2006 ; Siller et al, 2006 ; Nipper et al, 2007). Ce deuxième complexe, 
via sa sous-unité Mud, favorise le recrutement cortical des dimères de dynéine/dynactine qui, comme 
chez S.Cerevisiae, permettent de modifier le positionnement du fuseau en tirant sur les microtubules 
astraux (Merdes et al, 1996 ; Siller and Doe, 2008). Dans ce système, seuls les facteurs de polarité 
apicale semblent influencer l’orientation du fuseau. En effet, l’inactivation génétique de Par-3 ou de 
Insc se traduit par le réalignement aléatoire du fuseau tandis que la perte des facteurs de polarité 
basale, tels que Numb ou Miranda, ne perturbe pas son orientation (Kraut et al, 1996 ; Shen et al, 
1997 ; Wodarz et al, 1999 ; Siegrist and Doe, 2006). De manière intéressante une deuxième voie de 
positionnement du fuseau permet de garantir l’alignement du fuseau lors des stades tardifs de la 
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 mitose (Siegrist and Doe, 2005) (Fig. 23). Cette dernière, fait appel au facteur Dlg (Disc Large) pour 
remplacer Mud au sein du complexe Pins/Gα. Cet échange aura pour conséquence d’induire le 
recrutement de la kinésine Khc73, qui en retour favorisera la localisation corticale de Pins/Gα. Le 
complexe Pins/Gα/Khc73 ainsi formé, est capable de rétablir lors de la télophase, la polarité cellulaire 
et l’orientation du fuseau dans les neuroblastes mutants pour le facteur Insc. Cependant, les 
mécanismes responsables de ce sauvetage sont encore méconnus, et devront faire le cas d’études 
plus approfondies.  
Plus récemment, différentes études sur le neuroblaste, ont mis en évidence l’éxistence d’un 
mécanisme alternatif de positionnement du sillon de division fonctionnant indépendemment du fuseau 
et des microtubules astraux. Celui-ci repose sur une accumulation basale de myosine 2 associée à 
différentes protéines connues pour participer à la formation de l’anneau de cytodiérèse (anilline et 
Pavarotti/MKLP1). Ce mécanisme autorise la division asymétrique du neuroblaste, et ce, en abscence 
de fuseau, normalement nécessaire à la stimulation équatoriale du sillon de division cellulaire (Cf. 
C.3.b Rho GTPases et division cellulaire). Ceci est d’autant plus remarquable dans des neuroblastes 
mutants pour les facteurs Mud ou Pins, au sein desquels le fuseau se relocalise de manière 
orthogonale à l’axe de polarisation apico-basale. En effet, dans ces conditions, la cellule présente une 
constriction en regard de la région centrale du fuseau et émet, simultanément, un petit lobe basal à 
l’emplacement initial du GMC (Cabernard et al, 2010). De manière surprenante, cette relocalisation 
asymétrique de la myosine 2 semble être indépendante des facteurs de polarité basale et requiert, à 
la place, la présence de Pins et Gα (Cabernard et al, 2010 ; Connell et al, 2011). En plus de stimuler la 
division cellulaire, l’accumulation basale de la myosine 2 est nécessaire à la disparité de taille existant 
entre les cellules filles. En se contractant, cette dernière permet, en effet, de restreindre la taille du 
pôle basal (futur GMC) et semble favoriser, de ce fait, l’extension du cortex apical (futur neuroblaste) 
(Connell et al, 2011).  
4. Division du zygote C.elegans 
a) Polarisation cellulaire 
Suite à la fécondation, le zygote (embryon monocellulaire) de C.elegans se polarise le long 
d’un axe antéro-postérieur et entame un processus de division asymétrique. Celui-ci aboutit à la 
formation d’une grande cellule antérieure (AB) et d’une petite cellule postérieure (P1). Chacune d’entre 
elles connaît un destin cellulaire différent et forme son propre lignage au cours du développement 
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 (Rose and Gönczy, 2014). Dans ce contexte, la brisure initiale de symétrie intervient suite à la 
fécondation, par la formation du pôle postérieur de la cellule autour du centrosome apporté par le 
spermatozoïde (Cowan and Hyman, 2004).  
A l’image de ce qui se déroule chez S.cerevisiae, la polarisation de l’embryon de C.elegans 
repose sur une réorganisation asymétrique du cytosquelette d’acto-myosine permettant le transport 
dirigé des facteurs de polarités. Dans le cas du zygote, cette réorganisation s’opère par la mise en 
place d’un flux cortical favorisant l’accumulation des filaments d’actine dans le pôle antérieur de la 
cellule (Hird and White, 1993 ; Munro et al, 2004 ; Cowan and Hyman, 2004) (Fig. 24). Ce phénomène 
s’explique par l’établissement d’un gradient antéro-postérieur de contractilité résultant d’une 
inactivation locale de la myosine 2 dans le pôle postérieur du zygote (Mayer et al, 2010). Cette 
inactivation est favorisée par l’accumulation, en postérieur, de la GAP Cyk-4 (MgcRacGAP chez les 
mammifères), connue pour inhiber la voie RhoA/Rock-1/myosine 2 dans de nombreux contextes 
cellulaires (Jenkins et al, 2006 ; Jantsch-Plunger et al, 2000). De ce fait, la forte concentration en Cyk-
4 présente au sein du spermatozoïde permet de fournir une explication probable quant à l’origine de 
la brisure de symétrie produite par la fécondation (Jenkins et al, 2006). 
Le criblage génétique de différents mutants présentant des défauts de polarisation a permis 
de mettre en évidence le rôle prépondérant des protéines Par-1 à 6 dans les processus de division 
asymétrique du zygote de C.elegans (Kemphues et al, 1988). Ces protéines s’organisent avec différents 
partenaires pour définir deux groupes de facteurs de polarité, se localisant spécifiquement au niveau 
du pôle postérieur ou antérieur de l’embryon (Fig. 24). Le premier groupe de facteurs « postérieurs » se 
compose des protéines Par-1, Par-2 et Lgl (Guo and Kemphues, 1995 ; Boyd et al, 1996 ; Hoege et al, 
2010), tandis que le deuxième groupe de facteurs « antérieurs » forme le complexe PAR : Par-3/Par-
6/aPKC qui s’assemble, comme dans les neuroblastes D.melanogaster, sous l’action polarisée de 
Cdc42 (Joberty et al, 2000 ; Lin et al, 2000 ; Li et al, 2010). Avant la fécondation, ces facteurs de polarité 
se localisent de manière isotropique autour du cortex embryonnaire. L’établissement des flux corticaux 
permet ensuite de créer une asymétrie transitoire favorisant une localisation antérieure du complexe 
Par-3/Par-6/aPKC  (Munro et al, 2004). Le maintien et l’amplification de cette asymétrie repose alors 
sur la mise en place d’un double rétro-contrôle négatif impliquant un antagonisme réciproque entre 
les deux groupes de déterminants (Goehring et al, 2011). Ce système requiert la phosphorylation de 
Par-1, Par-2 et Lgl par la kinase aPKC (Hurov et al, 2004 ; Hoege et al, 2010 ; Motegi et al, 2011), et la 
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 phosphorylation de Par-3 par la kinase Par-1 (Cuenca et 
al, 2003 ; Motegi et al, 2011). Ces différentes 
phosphorylations sont nécessaires pour empêcher les 
protéines de chacun des groupes de se lier au niveau du 
cortex opposé (Betschinger et al, 2005 ; Krahn et al, 
2010 ; Motegi et al, 2011). Ainsi, et en accord avec ce 
modèle, la perte de la polarité antérieure de Par-3 
permet une relocalisation isotropique des déterminants 
postérieurs (Gotta et al, 2001), tandis que la perte de 
polarité postérieure de Par-1, Par-2 et Lgl a un effet 
similaire sur la localisation des déterminants antérieurs 
(Motegi et al, 2011).  
b) Positionnement du fuseau 
Après la fécondation, les pronucléi mâle et 
femelle du zygote de C.elegans migrent vers le centre 
de la cellule et le fuseau commence à s’assembler à 
partir des deux centrosomes. Une fois formé, le fuseau 
pivote de 90° pour s’orienter parallèlement à l’axe 
antéro-postérieur de l’embryon. Comme pour le 
neuroblaste, les cellules filles issue de la division du 
zygote diffèrent de par leur taille, mais cette fois, 
l’asymétrie de la division repose sur la translocation du 
fuseau vers le pôle postérieur de la cellule lors de 
l’anaphase (Fig .24). Les processus de rotation et de 
translocation du fuseau sont, une nouvelle fois, 
dépendants de la mise en place de forces de traction 
s’appliquant sur les microtubules astraux depuis le 
cortex cellulaire (Grill and Hyman, 2005). 
Différentes études, impliquant notamment des 
ablations laser, ont permis de mettre en évidence 
l’existence d’une polarisation des forces s’exerçant sur 
Figure 24 : Division asymétrique du zygote de 
C.elegans 
Suite à la fécondation, l’inhibition polarisée de la 
myosine 2 par la GAP Cyk-4, permet la création 
d’un flux cortical d’actine favorisant le transport et 
l’accumulation antérieur du complexe Par. De ce 
fait, la polarisation d’aPKC antagonise les facteurs 
Par-1, Par-2 et Lgl qui, en conséquence, 
s’accumulent au niveau du pôle postérieur. En 
retour, Par-1 s’oppose à la localisation postérieure 
d’aPKC et permet ainsi le maintien de la 
polarisation. En anaphase, le positionnement du 
fuseau repose sur la capture/traction des 
microtubules astraux par le complexe GPR1-
2/Gα/LIN-5. Ce complexe se localise au niveau du 
cortex et recrute de la dynéine pour qu’elle exerce 
les forces nécessaires au déplacement du fuseau. 
Le facteur LET-99, qui inhibe la localisation 
corticale de GPR-1/2, permet enfin de moduler la 
résultante des forces s’exerçant sur le fuseau et 
favorise la translocation postérieure de ce dernier.
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 le fuseau et favorisant sa translocation postérieure (Grill et al, 2001 ; Kozlowski et al, 2007). Ces forces 
font appel à la sous-unité Gα de l’hétérotrimère de protéine G et à ses effecteurs GPR-1 et GPR-2 qui 
sont les orthologues de Pins chez C.elegans (Gotta et al, 2003 ; Colombo et al, 2003). A l’image de ce 
qui se déroule dans le neuroblaste, GPR1-2 sont attirés par Gα au niveau du cortex où ils se lient à la 
protéine adaptatrice LIN-5 (orthologue de Mud et NuMA) (Srinivasan et al, 2003). Une fois formé, le 
complexe GPR1-2/Gα/LIN-5 recrute la dynéine-dynactine, associées dans ce contexte au facteur LIS-
1, et favorise la capture de l’extrémité plus des microtubules astraux. Cet ancrage cortical des 
microtubules et de la dynéine autorise alors la mise en place des forces de tractions permettant de 
modifier le positionnement du fuseau (Nguyen-Ngoc et al, 2007 ; Couwenbergs et al, 2007). Ce modèle 
est supporté par l’observation de défauts de positionnement du fuseau similaires en cas de 
perturbation du complexe GPR1-2/Gα/LIN-5 ou de l’inactivation génétique de la dynéine-dynactine 
(Gotta et al, 2003 ; Colombo et al, 2003 ; Srinivasan et al, 2003 ; Nguyen-Ngoc et al, 2007 ; 
Couwenbergs et al, 2007).  
D’autres travaux ont permis de faire le lien entre le mécanisme de positionnement du fuseau 
et la polarité corticale des protéines Par. La relation entre ces deux processus repose sur la capacité 
de ces protéines à réguler la localisation du facteur LET-99. Ce facteur est, en effet, capable d’inhiber 
l’association de GPR1-2 avec le cortex cellulaire et permet, de ce fait, de moduler la localisation des 
points d’ancrage des microtubules astraux (Tsou et al, 2002 ; Tsou et al, 2003) (Fig. 24). Lors de 
l’anaphase, LET-99 se localise sous la forme d’une ceinture corticale dans la partie postérieure de 
l’embryon. Cette localisation a pour conséquence de modifier la résultante des forces s’exerçant sur 
le fuseau et de favoriser sa translocation vers le pôle postérieur (Park et al, 2008). Cependant, la nature 
exacte des relations entre les protéines Par et le facteur LET-99, ainsi que le mécanisme permettant à 




 OBJECTIFS DE LA THESE 
Comme nous l’avons vu précédemment, le caractère asymétrique des divisions méiotiques de 
l’ovocyte de souris repose sur le positionnement excentré du fuseau et sur l’établissement d’une 
polarisation cellulaire. Ces deux phénomènes sont interdépendants et fonctionnent selon un 
mécanisme d’auto-amplification mutuel centré sur la chromatine. Cette dernière permet, en effet, 
d’activer localement la GTPase Ran et favorise, par cet intermédiaire, l’assemblage corticale et 
polarisé d’un dôme de filaments d’actine entouré par un anneau de myosine 2. L’accumulation de ces 
filaments joue un rôle essentiel dans le positionnement asymétrique du fuseau et semble participer à 
l’émission des globules polaires. En plus de l’acto-myosine, le dôme polarisé se caractérise également 
par une absence de microvilli qui, normalement, se localisent tout autour du cortex ovocytaire. On 
considère que cette exclusion des microvilli s’oppose localement à la fusion du spermatozoïde et 
protège ainsi le fuseau des interférences que pourrait provoquer l’incorporation des chromosomes 
paternels à cet endroit. 
Au début de ma thèse, nous avons donc décidé d’étudier la nature des mécanismes permettant 
de relier la signalisation Ran à la polarisation ovocytaire. Nous nous sommes intéressés, dans un 
premier temps, à l’influence de la GTPase Cdc42 connue pour réguler l’assemblage des filaments 
d’actine dans de nombreux modèles. Nous avons ensuite testé le rôle de Ran et celle d’autres GTPases 
(Rac-1 et Cdc42) sur le phénomène d’exclusion des microvilli dans le cortex polarisé.  
Enfin, nos travaux se sont portés sur le rôle de l’acto-myosine lors de la deuxième division 
méiotique de l’ovocyte. Cette division requiert la rotation à 90° du fuseau lors de l’anaphase et se 
caractérise par la mise en place de deux dômes corticaux polarisés au dessus de chacun des lots de 
chromatides. Dans ce contexte, et en nous appuyant sur nos travaux concernant Ran et Cdc42, nous 
avons étudiés la dynamique de polarisation de l’ovocyte et nous nous sommmes plus particulièrement 











 A. Signalisation par les GTPases Ran et Cdc42 au cours 
de la polarisation et des divisions asymétriques de 
l’ovocyte de souris 
1. Problématique 
La polarisation de l’ovocyte de mammifère se caractérise notamment par la disparition des 
microvillosités membranaires et par l’accumulation d’un dôme d’actine au niveau du cortex 
surplombant le fuseau méiotique (Longo et Chen, 1985 ; Maro et al, 1986). Comme nous l’avons vu 
précédemment, différentes études ont révélé le rôle primordial des chromosomes dans ce processus. 
En effet, ces derniers sont porteurs d’un gradient de Ran-GTP qui permet, à distance, l’induction de 
cette polarisation (Verlhac et al, 2000 ; Dumont et al, 2007a ; Deng et al, 2007). Le gradient de Ran-
GTP autorise une activation locale du complexe Arp2/3, aboutissant à la nucléation des filaments 
d’actine du dôme polarisé (Deng et al, 2007 ; Yi et al, 2011). La formation de ce dôme est essentielle 
au positionnement excentré du fuseau de MII et participe vraisemblablement à la migration du fuseau 
de MI (Yi et al, 2011 ; Yi et al, 2013). Cependant, la description de la voie de signalisation agissant en 
aval de Ran-GTP reste, à ce jour, très incomplète. 
Au vu du rôle reconnu des GTPases de la famille Rho (RhoA, Rac, Cdc42) dans la régulation de 
la dynamique des filaments d’actine (Heasman et Ridley, 2008), nous avons décidé d’examiner 
l’implication de ces GTPases dans le processus de polarisation de l’ovocyte de souris. Nous nous 
sommes particulièrement intéressés à la GTPase Cdc42, connue pour être, via son effecteur N-WASP,  
un activateur de la polymérisation d’actine dépendant du complexe Arp2/3 (Rohatgi et al, 1999 ; 
Heasman et Ridley, 2008 ; Liu, 2012). Dans un premier temps, notre stratégie a été de détecter la forme 
active de Cdc42 (Cdc42GTP) au moyen d’une sonde fluorescente se fixant spécifiquement à Cdc42-GTP 
(EGFP-wGBD, Benink et Bement, 2005). Nous avons ensuite, par surexpression d’une forme dominante-
négative, réussi à inhiber cette GTPase et ainsi pu évaluer son rôle lors des divisions asymétriques de 
l’ovocyte. Enfin, nous avons également examiné l’implication des signalisations Ran et Cdc42 dans la 
régulation des protéines de la famille ERM (Ezrin, Radixin, Moesin), connues pour jouer un rôle majeur 




 2. Résultats 
a) Rôle de Cdc42GTP lors des divisions asymétriques de l’ovocyte. 
Nos observations en microscopie confocale ont révélé que Cdc42-GTP se localise de manière 
polarisée, au niveau du cortex surplombant le fuseau de MI et de MII. Durant la méiose I, l’activation 
polarisée de Cdc42 n’est détectable qu’à la condition d’une forte proximité entre les chromosomes et 
le cortex ovocytaire. En métaphase II, Cdc42-GTP présente une localisation persistante dans le cortex 
surplombant le fuseau, et se maintien au-dessus des chromosomes suite au désassemblage du fuseau 
par le nocodazole. La surexpression d’une forme dominante-négative de Ran (RanT24N) inhibe, en 
revanche, toute polarisation de Cdc42GTP dans l’ovocyte MII. Lors de l’anaphase II (AII), déclenchée 
artificiellement par exposition des ovocytes à l’éthanol, Cdc42GTP se polarise au niveau des deux 
protrusions membranaires accompagnant chacun des deux lots de chromatides en cour de ségrégation. 
Suite à la rotation du fuseau et à la rétractation d’une des deux protrusions membranaires, Cdc42GTP 
se localise uniquement au niveau du cortex destiné à former le deuxième globule polaire (2ème GP). 
Ainsi, la localisation corticale de Cdc42-GTP, lors de la méiose ovocytaire, présente une dépendance 
à la chromatine très similaire à celle du dôme d’actine. 
Afin de tester l’influence de la polarisation de Cdc42-GTP sur la formation du dôme d’actine, 
nous avons ensuite inhibé l’activité de cette GTPase par la surexpression d’une forme dominante-
négative (Cdc42T17N). Ces expériences ont permis d’abolir la polarisation de l’actine dans tous les 
stades de la méiose ovocytaire que nous avons testés (MI tardive, MII et AII). Afin de vérifier la 
spécificité de cette approche, nous avons mis en évidence, à l’aide d’un anticorps spécifique, une 
délocalisation de N-WASP (normalement polarisé) dépendante de l’inhibition de Cdc42. Par la suite, 
nous avons également testé l’influence de l’inhibition de Cdc42 sur le taux d’émission des globules 
polaires. Lors de la deuxième division méiotique, seulement 15% des ovocytes surexprimant 
Cdc42T17N émettent le 2ème GP dans les 2 heures qui suivent leur activation (contre 94% pour les 
contrôles). A ce stade, l’inhibition de Cdc42-GTP a pour conséquence d’empêcher les protrusions 
membranaires et d’entrainer des anomalies dans la morphologie et la localisation du fuseau (perte de 
la bipolarité, éparpillement des chromatides). Lors de première division méiotique, l’inhibition de 
Cdc42 perturbe également l’émission du 1er GP mais dans une moindre mesure. En effet, 34% des 
ovocytes se divisent asymétriquement, 18% se divisent symétriquement et 48% échouent à émettre 
le  1er GP. Ces résultats suggèrent une inhibition incomplète de Cdc42-GTP ou l’existence d’un 
mécanisme alternatif permettant de compenser en partie cette inhibition.  
RESULTATS
48
 L’ensemble de nos résultats concernant l’activation polarisée de Cdc42, combiné à ceux ayant 
permis de relier la N-WAP à Arp2/3 (Sun SC et al, 2011 ; Yi et al, 2011), nous permettent de suggérer 
la cascade de signalisation suivante pour expliquer la formation du dôme d’actine : Chromosomes/Ran-
GTP/Cdc42-GTP/N-WASP/Arp2/3/Actine polarisée. Cette cascade de signalisation fonctionne aussi 
bien en méiose I qu’en méiose II, et est également impliquée dans l’émission des GP. 
b) Influence des Rho GTPases sur la polarisation des ERMs  
Les ERMs (Ezrine Radixine Moesine) sont une famille de protéines possédant des domaines 
de liaison aux protéines et lipides membranaires d’une part, et aux filaments d’actine d’autre part. 
Elles permettent de connecter la membrane plasmique au cytosquelette sous-jacent, et jouent ainsi 
un rôle-clé dans la régulation de la tension corticale et de la morphologie cellulaire. L’activation de 
ces protéines, par phosphorylation de leur partie C-terminale (phospho-ERMs), leur permet d’acquérir 
une conformation dite « ouverte », qui favorise leur ancrage à la membrane plasmique et aux filaments 
d’actine (Fehon et al, 2010). 
Dans l’ovocyte de souris, les phospho-ERMs se localisent de manière systématique dans les 
microvillosités membranaires, et sont donc exclues du cortex surplombant le fuseau de MII (absence 
de microvillosités) (Larson et al, 2010). Ainsi, l’exclusion des phospho-ERMs représente, à l’instar du 
dôme d’actine, un autre aspect du phénomène de polarisation ovocytaire que nous avons souhaité 
étudier. Nous nous sommes particulièrement intéressés à l’influence de la chromatine sur la 
polarisation « négative » ou dépolarisation des  phospho-ERMs. 
A l’aide des mêmes outils moléculaires que décrits précédemment (RanT24N et le nocodazole), 
nous avons montré que la perte du signal phospho-ERMs dans le cortex polarisé requiert effectivement 
la proximité des chromosomes et la signalisation Ran-GTP qui leur est associé. En revanche, l’inhibition 
de Cdc42 (Cdc42T17N) ou de Rac-1 (Rac-1T17N), tous deux connus pour favoriser la perte des 
microvillosités dans d’autres types cellulaires (Nijhara et al, 2004 ; Faure et al, 2004), n’a pas permis 
d’affecter l’extinction du signal phospho-ERMs dans le cortex surplombant les chromosomes MII. 
De même, nous montrons pour la première fois que l’exclusion polarisée des phospho-ERMs, 
déjà décrite en méiose II (Larson SM et al, 2010), fonctionne également lors de la méiose I, et est 
dépendante du gradient de Ran-GTP émanant de la chromatine. Cependant, ni Cdc42 ni Rac-1 ne 
semblent impliquées dans cette dépolarisation des phospho-ERMs, ce qui suggère l’existence d’une 







































































































































B. Rôles et régulation de l’acto-myosine corticale lors de la 
deuxième division méiotique de l’ovocyte de souris 
1. Problématique 
Au stade métaphase II (MII), le fuseau méiotique de l’ovocyte de souris se positionne de 
manière asymétrique et présente une orientation parallèle au cortex cellulaire. Suite à la fécondation 
et au déclenchement de l’anaphase II (AII), le fuseau opère une rotation selon son axe transversal afin 
de se réorienter perpendiculairement au cortex. Cette rotation est nécessaire à l’émission du deuxième 
globule polaire (2ème GP), et constitue donc l’une des étapes essentielles au bon déroulement de la 
méiose ovocytaire chez la souris. Récemment, différentes études ont permis de mieux comprendre les 
mécanismes régulant le positionnement du fuseau méiotique au sein de ce modèle, notamment lors 
de la migration du fuseau de MI (Azoury et al, 2008 ; Schuh and Ellenberg, 2008 ; Yi et al, 2013 ; 
Chaigne et al, 2013), ou le maintien de la localisation asymétrique du fuseau de MII (Yi K et al, 2011). 
Cependant, le mécanisme permettant la rotation du fuseau demeure quant à lui largement méconnu 
et n’a encore jamais été décrit d’un point de vue dynamique. 
Comme bon nombre de processus cellulaires, notamment dans l’ovocyte de souris, la rotation 
du fuseau méiotique est dépendante du cytosquelette d’acto-myosine. En effet différentes études ont 
démontré l’importance de la polymérisation des filaments d’actine et de l’activation de la myosine 2 
au cours de ce processus (Zhu ZY et al, 2003 ; Matson S et al, 2006 ; Wang Q et al, 2011 ; Zhong ZS et 
al, 2005). Lors de la MII, l’ovocyte présente une polarisation corticale de l’acto-myosine qui se 
caractérise par un dôme d’actine entouré d’un anneau de myosine 2 activé (phosphorylation de la 
chaîne légère sur la sérine 19). Ces deux évènements de polarisation sont dépendants du gradient de 
Ran-GTP émanant des chromosomes (Deng et al, 2007). Selon le modèle actuel, l’anneau de myosine 
2 s’assemble en préalable à la formation de l’anneau de cytodiérèse qui sera nécessaire à l’émission 
du 2ème GP (Yi  and Li, 2012). Cette configuration d’éléments rappelle, en effet, la mise en place de la 
polarité corticale lors de l’émission du 1er GP dans l’ovocyte de X.laevis. Lors de ce processus, la 
GTPase RhoA activé (RhoA-GTP) se localise au niveau d’un anneau de cytodiérèse d’acto-myosine se 
contractant à la base d’un dôme polarisé de filaments d’actine (Ma et al, 2006 ; Zhang et al, 2008). 
Cependant, la présence de l’anneau de myosine dès la MII chez la souris suggère un découplage entre 
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 la formation de l’anneau de cytodiérèse et sa constriction lors de l’émission du 2ème GP (Yi  and Li, 
2012). La localisation et la régulation de l’activité de la GTPase RhoA, bien que nécessaires à 
l’émission des deux globules polaires, restent à déterminer au sein de l’ovocyte de souris (Elbaz J et 
al, 2009 ; Zhong ZS et al, 2005).  
2. Résultats 
L’activation parthénogénétique à l’éthanol d’ovocytes MII exprimant les sondes EGFP-MAP4 
(microtubules) et H2b-mCherry (ADN) nous a permis de suivre le processus de rotation du fuseau de 
AII par imagerie confocale au cours du temps (Fig. 1A). Suite au déclenchement de l’anaphase, une 
ingression du cortex ovocytaire intervient en regard de la région centrale du fuseau et laisse apparaitre 
une protrusion membranaire au-dessus de chacun des deux lots de chromatides en cours de 
ségrégation (Fig. 1A, t=20min). Durant cette phase, le fuseau demeure parallèle au cortex et aucun 
signe évident d’asymétrie n’est observable autour de l’axe de séparation des chromatides. Cette 
situation prend fin par la rotation progressive du fuseau intervenant autour de l’axe d’ingression à 
partir de t=25min (Fig. 1A, panneau inférieur). La fermeture du globule polaire nécessite alors 
l’ingression du cortex opposé (voir flèches) et s’accompagne de la rétractation de la protrusion 
membranaire surplombant le lot de chromatides internalisé dans l’ovocyte (Fig. 1A, panneau inférieur, 
t= 40-45min). 
La programmation d’un logiciel d’analyse d’image nous a permis de décrire la rotation du 
fuseau de manière quantitative et systématique. Pour cela, nous avons suivi de manière automatique 
les deux lots de chromatides et interprété leur axe de séparation comme l’orientation longitudinale du 
fuseau en trois dimensions. La mesure de l’angle α (Fig. 1B) nous a permis de quantifier la rotation du 
fuseau et de fournir une analyse représentative de 40 ovocytes (Fig. 1C et 1D). La dynamique de 
séparation des chromatides au sein de la population d’ovocyte testés se révèle être fortement 
homogène (Fig. 1C, graphique du haut). En revanche, les ovocytes présentent de fortes disparités en 
ce qui concerne la dynamique de rotation du fuseau. Pour représenter ces disparités, nous avons décidé 
de délimiter arbitrairement la période de rotation entre le premier et le dernier instant où la variation 
de l’angle α dépasse 25% de la variation maximum enregistrée. Nous avons ensuite subdivisé notre 
population d’ovocytes en trois groupes distincts définis en fonction du temps initial de rotation (Fig. 
1C, graphique du bas). Cette méthode pour définir la rotation nous a également permis de mesurer 
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 différents paramètres moyens de ce processus  tels que l’angle total de rotation (59,3° ± 11.5°), le 
temps total de rotation (35.5min ± 13.4) et la vitesse de rotation (1.84°.min-1 ± 0.59) (Fig. 1D).  
Nous avons ensuite étudié la localisation de l’acto-myosine corticale au cours du processus 
de rotation du fuseau méiotique. Pour cela nous avons activé et fixé des ovocytes à différents stades 
de ce processus. En MII, les filaments d’actine, visualisés grâce à de la phalloïdine couplée à un 
fluorophore, se localisent sous la forme d’un dôme d’actine polarisé dans la région du cortex 
surplombant le fuseau. L’utilisation d’un anticorps dirigé contre la forme phosphorylée (Ser19) de la 
chaine légère de la myosine 2 (pMLC2) nous a permis de révéler la localisation de la myosine 2 activée 
sous la forme d’un anneau entourant le dôme d’actine (Fig. 2A). A un stade précoce de l’anaphase II, 
deux dômes d’actine, de taille plus réduite, accompagnent les deux lots de chromatides en cours de 
séparation. Chacun d’entre eux est entouré par un anneau de myosine 2 (Fig. 2B). De manière 
intéressante, nous pouvons noter l’apparition d’une accumulation d’actine et d’une nouvelle population 
de myosine 2 dans la région d’ingression centrale du cortex ovocytaire (voir flèches). A un stade plus 
tardif de l’anaphase II, qui se caractérise par la rotation du fuseau, la polarisation de l’acto-myosine 
reste identique à l’exception du cortex surplombant le lot de chromatines internalisé dans l’ovocyte 
(Fig. 2C). En effet, à cet endroit la polarisation de l’actine diminue et l’anneau de myosine 2 se 
transforme en dôme (voir flèches). Nous avons également représenté la localisation de l’acto-myosine, 
aux différents stades précédemment cités, sous forme de profils d’intensité de fluorescence corticale 
(Fig. 2D). L’ensemble de ces observations mettent en évidence l’existence de deux sous-populations 
de myosine 2 corticale, l’une étant associée aux chromatides et l’autre à l’ingression du cortex 
ovocytaire. 
RhoA est connue pour être nécessaire à la contraction de l’anneau de cytodiérèse lors des 
divisions mitotiques et méiotiques (Piekny et al, 2005 ; Bement et al, 2005 ; Zhong ZS et al, 2005 ; Liu, 
2012). A l’aide d’un anticorps spécifique, nous avons suivi la localisation de cette GTPase au cours de 
l’émission du 2èmeGP (Fig. 3A). Dans l’ovocyte MII, le marquage RhoA est diffus et ne présente aucun 
signe de localisation corticale. En revanche, lors de l’anaphase II, RhoA se localise de manière très 
intense au niveau de l’ingression centrale du cortex ovocytaire. Une projection en Z du marquage révèle 
que RhoA se présente à ce stade sous la forme d’un « demi-anneau » entre les deux lots de chromatides 
en cours de ségrégation. Cette localisation de RhoA en anaphase II est tout à fait atypique et diffère 
fortement de celle que la GTPase connait lors de l’anaphase I (Fig. 3B). Nous avons ensuite mis en 
évidence la localisation du facteur d’échange (GEF) Ect2 au niveau du fuseau central (Fig. 3C). Une telle 
localisation d’Ect2 lors de la cytodiérèse est connue pour être nécessaire à l’activation de RhoA (Saito 
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 et al, 2004) et pour être dépendante de l’activité kinase de Plk1 (Petronczki et al, 2007). Afin de tester 
l’influence de la voie Ect2/RhoA sur l’ingression du cortex ovocytaire, la rotation du fuseau et 
l’émission du 2ème GP, nous avons inhibé d’une part, l’activité kinase de Plk1 par le Bi-2536, et inhibé 
d’autre part, les GTPases de type RhoA, B et C par la C3-transférase (Fig. 3D). Dans chacun des cas, 
les ovocytes traités présentent une perte du marquage RhoA et une inhibition de l’ingression du cortex 
ovocytaire. Ceci se traduit par absence de rotation du fuseau et une baisse importante du taux 
d’émission du 2ème GP : 82% d’émission pour les ovocytes contrôles, 16% pour les ovocytes C3-
tranférase et 3% pour les ovocytes Bi-2536 (Fig. 3D). Ces expériences nous permettent d’établir un lien 
entre l’ingression du cortex ovocytaire, dépendante de la voie Ect2/RhoA, et le processus de rotation 
du fuseau nécessaire à l’émission du 2ème GP. 
Lors de la division cellulaire, la kinase ROCK et l’Anilline agissent en aval de RhoA pour 
respectivement favoriser l’activation de la myosine 2 et organiser l’anneau de cytodiérèse (Fededa JP 
and Gerlisch DW, 2012 ; Piekny and Glotzer, 2007). Des immuno-marquages, réalisés en anaphase II, 
nous révèlent une localisation de ces deux protéines au niveau de l’ingression centrale du cortex 
ovocytaire (Fig. 4A, voir flèche). Ces observations suggèrent que la sous-population de myosine 2, 
associée à l’ingression (voir Fig. 2B, pMLC2 flèche), participe à la contraction de l’anneau de 
cytodiérèse lors de l’émission du 2ème GP. Afin de vérifier cette hypothèse, nous avons traité les 
ovocytes par un inhibiteur de l’activité kinase de ROCK (Y-27632) (Amano M et al, 2010). La présence 
de cet inhibiteur entraine un défaut de rotation du fuseau et une baisse du taux d’émission du 2ème GP 
dans les ovocytes activés : 87% d’émission pour les ovocytes contrôles, 11% pour les ovocytes Y-
27632 (Fig. 4B). En anaphase II,  cette inhibition ce traduit par une absence de l’ingression corticale et 
une perte du marquage myosine 2 associé (Fig. 4C). En revanche, les anneaux de myosine 2 
surplombant les chromatides sont conservés. Nous avons ensuite incubé, de manière prolongée (t>2h), 
des ovocytes MII en présence de Y27632 (Fig. 4D). Dans la majorité des cas, nous avons observé un 
maintien de la polarisation de l’acto-myosine avec toutefois, une tendance de la myosine à se 
relocaliser en dôme. L’injection d’une forme dominante négative de Ran (RANT24N) ou de Cdc42 
(Cdc42T17N) nous a par contre permis de supprimer entièrement cette polarisation (Fig. 4D). 
L’ensemble de ces résultats suggèrent une régulation différentielle de la mise en place des deux sous-
populations de myosine 2 corticale observées lors de l’anaphase II. Les anneaux de myosine 2 
surplombant les chromatides sont dépendants de la voie Ran/Cdc42, tandis que la myosine 2 associée 
à l’ingression du cortex ovocytaire dépend de la voie Ect2/RhoA/ROCK. Cette deuxième sous-








Figure 1 : Rotation du fuseau et émission du deuxième globule polaire. 
A. Suivi au cours du temps par imagerie confocale de la rotation du fuseau dans des ovocytes vivants activés 
à l’éthanol 7%-8min (t=0) exprimant H2b-mCherry (ADN en jaune) seul (champ clair) ou H2b-mCherry et EGFP-
MAP4 (microtubules en vert) (encarts). Le panneau inférieur permet d’observer ce même phénomène à 
intervalle de temps plus rapproché. Les flèches blanches représentent la direction des ingressions 
membranaires accompagnants l’émission du 2ème GP. Barres d’échelles = 10μm. B. Image du haut : 
représentation schématique de l’angle α défini par l’angle d’intersection entre la droite reliant les deux 
chromatides (AB) et la droite passant par le centre de AB (C) et le centre de masse de l’ovocyte (M). Les 
coordonnées tridimensionnelles (x, y, z) des deux lots de chromatides sont obtenues au moyen d’un 
programme de reconnaissance automatique fonctionnant sur MATLAB. Le centre de masse est calculé à 
partir du fond de fluorescence résultant de l’expression de H2b-mCherry par les ovocytes. Image du bas : 
projection en Z de 20 plans confocaux (intervalle de 3.19μm) résultant de la numérisation d’un ovocyte lors de 
la rotation du fuseau. La périphérie membranaire est représentée en blanc et les chromosomes sont 
représentés en jaune. Ce type d’acquisition a été réalisée toutes les 2min pour fournir une vision dynamique 
et quantifiable de la rotation. Barre d’échelle = 10μm. C. Graphiques représentant l’évolution moyenne de la 
distance entre les deux masses de chromatides (A et B) (graphique du haut) et l’évolution moyennes au cours 
du temps de l’angle α (graphique du bas) (n=40 ovocytes). Les ovocytes ont été alignés en fonction de 
l’estimation (extrapolation à la polynomiale d’ordre 4) du temps pour lequel la distance entre les lots de 
chromatides = 0μm (ligne pointillée, graphique du haut). Pour l’évolution de l’angle  α et par soucis d’une 
meilleure représentativité, la population d’ovocytes a été subdivisée en trois groupes en fonction du temps 
initial de rotation du fuseau (de gauche à droite, n=13, 14 et 13). La proximité entre les lots de chromatides 
au début de l’anaphase ne permet pas d’obtenir de données pertinentes dans les dix premières minutes de ce 
processus (zone grisée à gauche sur les graphiques). Les courbes de chaque ovocyte ont été lissées par la 
méthode de Savitzky-Golay (fenêtre de lissage = 10min, ordre polynomial = 4). D. Représentation des 
différents paramètres de la rotation du fuseau sur une population de 40 ovocytes. Les paramètres initial et 
final de la rotation ont été définis sur la période de rotation où la vitesse de variation de l’angle α est 
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Figure 2 : Localisation corticale du réseau d’acto-myosine 
Les ovocytes sont activés à l’éthanol 7%-8min (sauf MII), fixés par 3,5% de PFA et incubés en présence de 
phalloïdine couplée à l’Alexa Fluor® (F-Actin en vert), d’un anticorps dirigé contre la forme phosphorylée (Ser19) 
de la chaine légère de la myosine 2 (pMLC2 en blanc) (CellSignaling® 3671) et de TO-PRO®-3 (ADN en jaune). 
Les images ont été acquises par microscopie confocale sur une épaisseur en Z de 1μm, sauf pour les images 
situées à droite des panneaux où une projection en Z de 40 plans confocaux a été réalisée (intervalle de 1μm). 
Barre d’échelle = 10μm. A. Ovocyte MII : le fuseau méiotique est surplombé d’un dôme cortical de filaments 
d’actine entouré par un anneau de myosine 2.  B. Ovocyte en Anaphase II (t ~20min post-activation) : deux 
dômes d’actine, chacun entouré d’un anneau de myosine 2, accompagnent les deux lots de chromatides en 
cours de séparation. A noter également une accumulation d’actine et de myosine 2 dans la région d’ingression 
centrale du cortex ovocytaire (voir flèches blanches). C. Ovocyte en Anaphase II (t ~40min post-activation) : 
modification de la polarité de l’acto-myosine dans la région corticale surplombant le lot de chromatides 
internalisé dans l’ovocyte : baisse de l’intensité de la polarisation d’actine et relocalisation en dôme de la 
myosine (voir flèches blanches). D. Profils d’intensité de fluorescence corticale représentant la polarisation de 
l’acto-myosine aux différents stades étudiés (F-Actin en vert et pMLC2 en noir). Chacun des profils est réalisé 
par segmentation automatique d’un seul ovocyte sous ImageJ (largeur du profil ~ 5μm). Les caractéristiques 


















































































Figure 3 : Localisation de la GTPase RhoA  
Les ovocytes sont activés à l’éthanol 7%-8min (sauf MII), fixés par 10% de TCA, et incubés en présence d’un 
anticorps dirigé contre la GTPase RhoA (en blanc) (SantaCruz® sc-418) et de TO-PRO®-3 (ADN en jaune) (sauf 
GFP-Ect2N et H2b-mCherry). Les images ont été acquises par microscopie confocale sur une épaisseur en Z 
de 1μm. Barre d’échelle = 10μm. A. Le marquage cortical de RhoA apparait suite au déclenchement de 
l’anaphase II et persiste au niveau de l’ingression du cortex ovocytaire jusqu’à l’émission du 2ème GP. B. 
Comparaison de la localisation de RhoA lors de l’anaphase I et l’anaphase II. Les images représentent une 
projection en Z de 40 plans confocaux (intervalle de 1μm). C. Image de gauche : localisation de RhoA en 
regard du fuseau central visible en champ clair. Image de droite : localisation dans un ovocyte vivant de la 
protéine de fusion GFP-Ect2 (souris) au niveau du fuseau central. D. Influence de l’inhibition de la voie 
Ect2/RhoA sur le déroulement de la deuxième division méiotique. Les ovocytes sont injectés par de la C3-
transférase en solution à 1μg/μl (30min avant activation), ou traités par le Bi-2536 à 250nM (post-activation). 
Dans les deux cas, l’inhibition de la voie Ect2/RhoA entraine une perte de l’ingression corticale et une 
délocalisation de RhoA. Taux d’émission du 2ème GP 2h après l’activation : contrôles 82% n=81, C3-trans 16% 
n=101, et Bi-2536 3% n=105. Les barres d’erreurs représentent la variation standard de 3 expériences 
indépendantes. Les différences statistiques entre les ovocytes contrôles et les ovocytes traités ont été 
évaluées par un test de Student. La localisation de RhoA au niveau de l’ingression centrale du cortex est 
observée de manière systématique (n>100). 
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Figure 4 : Régulation différentielle des deux sous-populations de myosine 2 corticale. 
Les ovocytes sont activés à l’éthanol 7%-8min (sauf MII). Pour les marquages ROCK-1 et anillin, les ovocytes 
sont fixés par 10% de TCA, et incubés en présence d’anticorps dirigés contre ces protéines (en blanc). Pour 
les marquages actine et myosine 2, les ovocytes sont fixés par 3,5% de PFA et incubés en présence de 
phalloïdine couplée à l’Alexa Fluor® (F-Actin en vert) et d’un anticorps dirigé contre la forme phosphorylée 
(Ser19) de la chaine légère de la myosine 2 (pMLC2 en blanc) (CellSignaling® 3671). Sur l’ensemble des 
marquages, l’ADN (en jaune) est révélé par le TO-PRO®-3. Les images ont été acquises par microscopie 
confocale sur une épaisseur en Z de 1μm, sauf pour les images mentionnées (Z-proj) où une projection en Z 
de 40 plans confocaux a été réalisée (intervalle de 1μm). Barre d’échelle = 10μm. A. Ovocyte MII ROCK-1 : 
localisation de ROCK-1 sur toute la périphérie de l’ovocyte à l’exception du cortex surplombant les 
chromatides. ROCK-1 se localise également dans la région d’ingression centrale du cortex (flèche blanche). 
Ovocyte MII Anilline : accumulation dans la région d’ingression centrale du cortex. B. Influence de l’inhibition 
de ROCK par le Y-27632 (50μM, post-activation) sur le taux d’émission du 2ème GP 2h après l’activation : 
contrôles 87% n=66, Y-27632 11% n=99. Les barres d’erreurs représentent la variation standard de 3 
expériences indépendantes. La différence statistique entre les ovocytes contrôles et les ovocytes traités a été 
évaluée par un test de Student. C. Effet du Y-27632 (50μM) sur la localisation de la myosine 2 corticale lors 
de l’anaphase II. Les ovocytes sont traités juste après l’activation et fixés à t= ~20min post-activation. Le Y-
27632 inhibe seulement la sous-population de myosine 2 associée à l’ingression centrale du cortex. D. Effet 
du Y-27632 (50μM, temps d’incubation >2h) ou de la surexpression des formes dominantes-négatives des 
GTPases Ran (RANT24N) et Cdc42 (Cdc42T17N) sur la polarisation de l’acto-myosine corticale dans des 
ovocytes MII. Seules les inhibitions de Ran et Cdc42 permettent une délocalisation de l’acto-myosine 
corticale. L’ensemble de ces observations sont systématiques (n>30). 
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 A. Cdc42-GTP : un rôle-clé dans la polarisation de l’ovocyte 
Nos travaux ont montré que l’activation de la GTPase Cdc42 est essentielle à la polarisation 
de l’ovocyte de souris. L’utilisation d’une sonde spécifique (EGFP-wGBD) nous a permis de suivre la 
localisation de cette GTPase sous sa forme activée (Cdc42-GTP). Nos observation ont mis en évidence 
une parfaite similitude entre la dynamique de localisation de Cdc42-GTP et celle du dôme d’actine 
polarisé. Comme pour ce dernier, la localisation polarisée de Cdc42-GTP est dépendante de la 
chromatine et requiert la présence du gradient de Ran-GTP.  
L’inhibition de Cdc42, par une forme-dominante négative (Cdc42T17N), nous a ensuite permis 
de démontrer le rôle indispensable de Cdc42-GTP dans la formation du dôme d’actine. Pour cela, 
Cdc42-GTP permet, via le recrutement de N-WASP, l’activation du complexe Arp2/3 nécessaire à la 
polymérisation des filaments du dôme (Sun SC et al, 2011 ; Yi K et al, 2011). Ainsi nous avons pu définir 
Cdc42 comme l’un des maillons de la cascade de signalisation permettant aux chromosomes d’induire,  
à distance, la polarisation du cortex ovocytaire. A ce titre, l’ovocyte de mammifère rejoint donc la 
longue liste des types cellulaires dont la polarité est régulée par cette GTPase.  
Nos résultats montrent que cette cascade de signalisation (Ran/Cdc42/N-WASP/Arp2/3) est 
conservée lors de l’anaphase et est nécessaire à l’émission du 2ème GP. Lors de l’anaphase II, 
l’inhibition de Cdc42-GTP empêche la formation des protrusions membranaires accompagnant 
normalement les deux lots de chromatides en cours de ségrégation. Cette observation suggère un rôle 
de protrusion pour les filaments d’actine composant les dômes polarisés. Cette propriété de l’actine a 
été observée dans de nombreuses circonstances, notamment dans cas du réseau, densément ramifié, 
nucléé par le complexe Arp2/3 (Condeelis J, 1993 ; Pollard TD and Borisy GG, 2003 ; Ridley AJ, 2011). 
A titre d’exemples, l’émission du GP semble donc faire appel à des mécanismes comparables à ceux 
de la formation du lamellipode des cellules migratrices, ou des invadopodes des cellules tumorales 
invasives (Condeelis J, 1993 ; Pollard TD and Borisy GG, 2003 ; Yamaguchi H et al, 2005 ; Ridley AJ, 
2011).  
Nos résultats partiels concernant l’inhibition de l’émission du 1er globule polaire semble être, 
quant à eux, dus à une inhibition incomplète de Cdc42-GTP. En effet, une étude plus récente a 
démontré que la déplétion de Cdc42, obtenue par d’inactivation génétique (Cre/Lox), se traduit par une 
stérilité des femelles par faute d’émission du 1er GP (Wang ZB et al, 2013). Leurs observations ont de 
plus corroborés nos conclusions en attribuant ce défaut d’émission à l’absence du dôme d’actine et 
d’une déficience dans la protrusion du GP. L’ensemble de ces résultats nous conforte à proposer le 
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 modèle selon lequel l’activation de la cascade Cdc42/N-WASP/Arp2/3, en aval de Ran, permet de 
générer des filaments d’actine fortement ramifiés à l’origine de forces protrusives nécessaires à 
l’émission des GP. 
Le mécanisme d’activation de Cdc42 dans l’ovocyte de souris est tout-à-fait original. En effet, 
nous avons pour la première fois décrit une activation corticale de Cdc42 en réponse d’un gradient de 
Ran-GTP porté par la chromatine. Dans l’ovocyte de X.laevis, où Cdc42 participe également à 
l’émission du 1er GP, l’activation polarisée de la GTPase semble dépendre d’un mécanisme 
radicalement différent. Dans ce modèle l’apparition d’un dôme de Cdc42-GTP est conditionnée par 
l’interaction des microtubules émanant des pôles du fuseau avec le cortex ovocytaire (Ma C et al, 
2006 ; Zhang et al, 2008). Au contraire, dans l’ovocyte de souris, nous avons montré que l’absence de 
microtubules n’altère en rien la propriété des chromosomes à induire l’activation de Cdc42. Il est donc 
intéressant de constater que divers mécanismes existent pour induire la protrusion des globules 
polaires dans des ovocytes de différentes espèces.  
Dans l’ovocyte de souris, bien que le rôle de la chromatine et de Ran-GTP dans l’activation de 
Cdc42 ne semble faire aucun doute, le mécanisme exact par lequel cela ce produit reste à déterminer. 
Comme nous l’avons vu précédemment, Ran sous sa forme activée (Ran-GTP) permet le relargage local 
de facteurs jusqu’alors séquestrés par les importines α et β (Caudron et al, 2005 ; Kalab and Heald, 
2008). Cette caractéristique de la GTPase a été particulièrement étudiée lors de l’interphase où Ran 
joue un rôle-clé dans le transport nucléo-cytoplasmique des protéines. La sélection des facteurs 
séquestrés par les importines lors de ce processus, s’opère en fonction de la présence sur les protéines 
d’une séquence dite NLS (Nuclear Localisation Sequence) (Güttler T and Görlich D, 2011). On peut donc 
supposer que Ran-GTP, porté par les chromosomes, favorise l’accumulation à proximité du cortex 
polarisé d’un facteur capable d’induire l’activation de Cdc42. Soit de manière directe, si c’est un GEF 
(Guanine nucleotide Exchange Factor), soit de manière indirecte en favorisant par exemple l’activation 
ou la stabilisation d’un GEF déjà polarisé. Pour restreindre les recherches, il serait donc intéressant 
d’examiner si, dans la grande famille des GEFs, certains possèdent une NLS, et sont donc susceptibles 
de se complexer aux importines. 
B. Dépolarisation des phospho-ERMs, différents rôles envisagés 
A l’image de nos travaux concernant la polarisation de l’actine corticale, nous avons pu mettre 
en évidence le rôle des chromosomes et de la signalisation Ran-GTP dans la dépolarisation des 
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 phospho-ERMs. Ces protéines sont connues pour jouer un rôle majeur dans l’assemblage et le maintien 
des microvillosités membranaires (Yonemura et al, 1999 ; Fehon et al, 2010). A la surface des ovocytes 
les microvillosités servent de points d’ancrage pour le spermatozoïde (Wilson and Snell, 1998 ; Runge 
KE et al, 2007). On considère que la disparition des microvillosités au niveau du cortex surplombant le 
fuseau MII, a pour but d’éviter la fusion du spermatozoïde à cet endroit. En effet, le cas échéant, les 
chromatides paternels risqueraient de perturber l’organisation du fuseau et/ou de se retrouver 
expulsés dans le deuxième GP. L’exclusion ou l’inactivation des phospho-ERMs apparaît donc comme 
un mécanisme idéal pour le désassemblage des microvillosités (Yonemura et al, 1999 ; Fehon et al, 
2010). Cependant, il est possible d’envisager d’autres rôles pour la dépolarisation des phospho-ERMs. 
De par leur propriété à s’attacher simultanément à la membrane plasmique et aux filaments 
d’actine sous-jacents, les phospho-ERMs contribuent à ancrer la membrane au cytosquelette. Ils 
contribuent ainsi à la génération d’une tension corticale qui s’oppose à la déformation membranaire 
(Raucher D et Sheetz MP, 2000 ; Roubinet C et al, 2011 ; Kunda P et al, 2012). Nous pouvons donc 
supposer que l’exclusion des phospho-ERMs permet une relaxation locale du cortex nécessaire à la 
protrusion des GP. De plus, les filaments d’actine polarisée sont extrêmement dynamiques et génèrent 
un flux d’actine sous-membranaire. Comme nous l’avons vu précédemment, ce flux d’actine est lui-
même à l’origine d’un flux cytoplasmique qui contribue à maintenir le positionnement asymétrique du 
fuseau méiotique (Yi K et al, 2011 ; Yi K et al, 2013). L’ancrage à la membrane des filaments d’actines 
semble donc incompatible avec ce type de processus dynamique. Ainsi, la dépolarisation localisée des 
phospho-ERMs pourrait également contribuer à « libérer » les filaments du dôme polarisé et faciliter 
ainsi le flux d’actine.  
Afin de vérifier ces différentes hypothèses, Il serait intéressant de surexprimer dans l’ovocyte 
une forme constitutivement active (c’est-à-dire « ouverte ») d’ERM (par exemple, la radixine, ERM 
majoritaire dans l’ovocyte de souris ; Larson SM et al, 2010). Nous pourrions ainsi observer l’effet 
d’une telle surexpression sur la capacité de l’ovocyte à émettre des protrusions membranaires (GP), et 
a positionner son fuseau au moyen des flux cytoplasmiques. Ce type d’approche a déjà permis de 
fournir des résultats intéressant concernant la migration des lymphocytes T et la mitose cellulaire chez 
la drosophile (Brown MJ et al, 2003 ; Roubinet C et al, 2011 ; Kunda P et al, 2012 ; Liu Y et al, 2012). 
La découverte et l’inhibition du facteur responsable de la dépolarisation des phospho-ERM, agissant 
en aval de Ran-GTP, permettrait d’aborder ces questions avec plus de spécificité. Pour cela, et de la 
même manière que ce que nous proposons pour Cdc42, un ciblage des phosphatases possédant un 
NLS permettrait de restreindre les recherches. Nous ne pouvons cependant pas exclure la possibilité 
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 d’une cause indirecte telle que le relargage d’un facteur permettant l’inhibition d’une kinase ou la 
saturation des sites de fixation des phospho-ERM dans le cortex polarisé.    
De plus, et de manière intéressante, nos expériences ont révélées un découplage entre 
l’activation polarisée de Cdc42/Rac-1 et l’exclusion des phospho-ERMs. De ce fait, nous pouvons 
affirmer que la formation du dôme d’actine ne s’oppose pas à la phosphorylation des ERM ou à la 
fixation des phospho-ERMs. Cette observation suggère l’existence d’une voie de signalisation en aval 
de Ran-GTP agissant en parallèle de Cdc42. Cependant, aucune de nos expériences ne nous ont permis 
d’obtenir une perte de l’exclusion des phospho-ERMs avec un maintien du dôme d’actine polarisé (voir 
calyculin A et RanT24N, Dehapiot and Halet, 2013). Nous ne pouvons donc pas exclure la possibilité 
d’une nécessité de la dépolarisation des phospho-ERMs pour la formation du dôme d’actine. Cette 
supposition peut s’appuyer sur la capacité des phospho-ERMs à favoriser l’activation de RhoA, B et C 
par la séquestration inactivatrice des RhoGDI (Rho Guanine Nucleotide Dissociation Inhibitor) 
(Takahashi K et al, 1997 ; Hamada K et al, 2001). En effet, les GTPases de type Rho sont connues pour 
agir de manière antagoniste à Cdc42 et Rac1 et s’opposer à leur activation (Sander EE et al, 1999 ; 
Etienne-Manneville and Hall, 2002 ; Vaughan et al, 2011). Selon cette hypothèse, l’exclusion de 
phospho-ERMs s’insérerait donc en amont de Cdc42 dans la cascade permettant aux chromosomes 
d’activer, via RanGTP, la polymérisation d’actine polarisée (voir schéma récapitulatif, fig. 4, Dehapiot 
and Halet, 2013). L’utilisation de dominants-négatifs ou d’inhibiteurs des GTPases de type Rho 
permettrait de vérifier cette hypothèse.  
C. Régulation et rôles de l’acto-myosine lors de l’émission du 2ème GP.  
Lors de cette dernière étude, nous nous sommes intéressés au phénomène de rotation du 
fuseau précédent l’émission du 2ème GP. Nos résultats nous ont permis d’en apprendre d’avantage sur 
ce processus qui constitue l’un des évènements de repositionnement du fuseau nécessaire à la division 
asymétrique de l’ovocyte de souris. Nous avons été en mesure de fournir une analyse systématique et 
quantitative de la dynamique de rotation, ainsi qu’une caractérisation inédite de la localisation de 
l’acto-myosine corticale suite au déclenchement de l’anaphase II.  
Nous avons pu mettre en évidence l’existence au cortex de deux sous-populations de myosine 
2 activée. La première, déjà présente en MII, est associée aux chromatides et se présente sous la 
forme d’anneaux entourant le (ou les) dôme(s) d’actine polarisés. La polarisation de cette sous-
population de myosine 2 est connue pour être dépendante de la chromatine et de son gradient de Ran-
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 GTP associé (Deng et al, 2007). Nos travaux ont permis de démontrer que l’activation polarisée de 
Cdc42 est également nécessaire à la polarisation de ce type de myosine 2 lors de la MII. Ainsi, nous 
démontrons un nouveau rôle de Cdc42-GTP dans la polarisation du cortex ovocytaire. La deuxième 
sous-population de myosine 2 corticale, n’apparait quant à elle que lors de l’anaphase II. Elle se 
localise au niveau de l’ingression centrale du cortex ovocytaire qui intervient entre les deux lots de 
chromatides en cours de ségrégation. Nous avons pu démontrer par l’inhibition de la voie 
Ect2/RhoA/ROCK, le rôle essentiel de cette deuxième sous-population dans l’ingression du cortex, la 
rotation du fuseau et l’émission du 2ème GP. L’ensemble de ces observations, couplé à une co-
localisation de l’anillin, nous indique que ce second type de myosine 2 appartient à l’anneau de 
cytodiérèse du 2ème GP et est responsable de sa contraction. Nous pouvons donc rejeter le modèle 
selon lequel la myosine 2 induite en MII par RanGTP/Cdc42GTP constitue un assemblage précoce de 
l’anneau de cytodiérèse (Yi  and Li, 2012). De ce fait, le rôle exact des anneaux de myosine 2 entourant 
le ou les dôme(s) d’actine polarisés demeure indéterminé.   
Le phénomène de rétraction intervenant au niveau de la protrusion membranaire 
accompagnant le lot de chromatides internalisé, permet de proposer une première hypothèse quant à 
la fonction de ces anneaux lors de l’émission du 2ème GP. En effet, la réorganisation de la myosine 2 en 
dôme lors de cette rétraction (voir Fig. 2C) nous rappelle l’effet du CK-666 (inhibiteur d’Arp2/3) sur des 
ovocytes MII. Dans ce contexte, l’inhibition d’Arp2/3 entraine une relocalisation semblable de la 
myosine 2, qui se traduit par la contraction et la rétraction du cortex polarisé (Yi et al, 2011). Un tel 
rôle de la myosine 2 lors de la rétraction de la protrusion membranaire associée aux chromatides 
internalisées est donc tout à fait envisageable.  
Les anneaux de myosine 2 peuvent également être considérés de manière plus globale comme 
nécessaires au processus d’attraction qu’exerce le cortex polarisé (actine + myosine 2) sur les 
chromosomes et/ou les pôles du fuseau (Yi et al, 2011 et 2013 ; Azoury et al, 2008 ; Schuh and 
Ellenberg, 2008). Des expériences préliminaires nous ayant permis de filmer des ovocytes activés 
exprimant Cdc42T17N, ont pu révéler l’importance du maintien de cette attraction lors de la deuxième 
division méiotique. En effet, sous l’effet de la contraction du cortex, propre à l’ingression de l’anneau 
de cytodiérèse, nous avons observé une relocalisation centrale du fuseau dans les oocytes 
surexprimant CDC42T17N. Ainsi, la polarité de l’acto-myosine corticale joue peut-être un rôle dans le 
maintien du fuseau à proximité du cortex lors de l’anaphase II. 
Les propriétés d’attraction du cortex semblent également pouvoir intervenir dans le processus 
de décision permettant l’orientation du fuseau lors de la rotation (gauche ou droite selon l’axe central). 
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 En effet, lors des deux métaphases méiotiques, l’affinité du fuseau pour le cortex polarisé, semble 
participer à la brisure de symétrie permettant le positionnement asymétrique de ce dernier. Par 
analogie, nous pouvons donc supposer que les domaines polarisés du cortex, observés au-dessus de 
chacun des deux lots de chromatides en anaphase II, exercent des forces antagonistes ayant une 
influence sur l’orientation du fuseau. De manière très intéressante, les fuseaux d’ovocytes activés, 
dont la voie Ect2/RhoA/ROCK a été inhibée (Bi-2536 ou Y-27632), présentent dans la majorité des cas, 
une brisure de symétrie évidente dans leur orientation et ce en dépit d’une rotation non aboutie. Bien 
que des expériences complémentaires soient nécessaires pour valider ces observations, ce contexte 
fournit une opportunité intéressante pour tester l’influence de différents facteurs sur cette brisure de 
symétrie sans rotation.  
Dans un premier temps, nous pourrions par exemple évaluer l’effet d’une dépolarisation de 
l’acto-myosine corticale sur ce phénomène, en faisant surexprimer CDC42T17N par les ovocytes 
traités. Nous pourrions également ajouter au milieu de culture, en plus du Y-27632, des inhibiteurs 
généralistes de la myosine 2 tels que la blebbistatine ou le ML-7. Ces deux inhibiteur sont en effet 
connus pour empêcher la formation des anneaux de myosines 2 (Deng et al, 2004 et 2007), et seraient 
donc potentiellement très utiles pour déterminer leur fonction. Notre programme d’analyse d’image 
pourrait également nous permettre de quantifier, de manière systématique, différents paramètres. 
Nous pourrions par exemple mettre en relation l’orientation de la brisure de symétrie avec la distance 
respective au cortex, de chacun des deux lots de chromatides. Il est en effet fort probable, que ce 
facteur soit déterminant dans l’intensité de la polarisation et donc dans la force d’attraction des cortex 
polarisés. 
Pour conclure, il serait très intéressant de découvrir quelle est la kinase ou le facteur en aval 
de Ran-GTP permettant l’activation de la myosine 2 des anneaux. Nous espérons que la mise en 
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